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Les dimères chromosomiques se produisant lors de la réparation de chromosomes 
circulaires peuvent être dommageables pour les bactéries en bloquant la 
ségrégation des chromosomes et le bon déroulement de la division cellulaire.  Pour 
remédier à ce problème, les bactéries utilisent le système Xer de monomérisation 
des chromosomes.  Celui-ci est composé de deux tyrosine recombinases, XerC et 
XerD, qui vont agir au niveau du site dif et procéder à une recombinaison qui aura 
pour effet de séparer les deux copies de l’ADN.  Le site dif est une séquence 
d’ADN où deux répétitions inversées imparfaites séparées par six paires de bases 
permettent la liaison de chacune des recombinases. Cette recombinaison est 
régulée à l’aide de FtsK, une protéine essentielle de l’appareil de division.  Ce 
système a été étudié en profondeur chez Escherichia coli et a aussi été caractérisée 
dans une multitude d’espèces variées, par exemple Bacillus subtilis.  Mais dans 
certaines espèces du groupe des Streptococcus, des études ont été en mesure 
d’identifier une seule recombinase, XerS, agissant au niveau d’un site atypique 
nommée difSL.  Peu de temps après, un second système utilisant une seule 
recombinase a été identifié chez un groupe des -protéobactéries.  La recombinase 
fut nommée XerH et le site de recombinaison, plus similaire à difSL qu’au site dif 
classique, difH.  Dans cette thèse, des résultats d’expériences in vitro sur les deux 
systèmes sont présentés, ainsi que certains résultats in vivo.  Il est démontré que 
XerS est en mesure de se lier de façon coopérative à difSL et que cette liaison est 
asymétrique, puisque XerS est capable de se lier à la moitié gauche du site prise 
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individuellement mais non à la moitié droite.  Le clivage par XerS est aussi 
asymétrique, étant plus efficace au niveau du brin inférieur.  Pour ce qui est de 
XerH, la liaison à difH est beaucoup moins coopérative et n’a pas la même 
asymétrie.  Par contre, le clivage est asymétrique lui aussi.  La comparaison de ces 
deux systèmes montrent qu’ils ne sont pas homologues et que les systèmes Xer à 
seule recombinase existent sous plusieurs versions.  Ces résultats représentent la 
première découverte d’un espaceur de 11 paires de bases chez les tyrosine 
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The chromosome dimers produced during the repair of circular chromosomes can 
be harmful to bacteria by blocking the segregation of the chromosome and cell 
division.  To overcome this problem, bacteria use the Xer system for the 
monomerisation of chromosome dimers.  It has two components, XerC and XerD, 
which act on the dif site and complete a recombination that will lead to the 
separation of the two copies of the DNA.  The dif site is a DNA sequence where 
two imperfect inverted repeats separated by six base pairs allow the binding of 
each recombinase.  This recombination is regulated by the protein FtsK, an 
essential member of the cell division machinery.  The Xer system has been well 
studied in Escherichia coli and has also been characterized in a variety of species, 
for example Bacillus subtilis.  Furthermore, in certain species of Streptococcus, 
studies have identified only a single recombinase, XerS, which acts on an atypical 
site named difSL in order to monomerize dimeric chromosomes.  Not long after, a 
second system using a single recombinase was identified in a group of -
proteobacteria.  This recombinase was named XerH and the recombination site, 
difH, was found to more similar to difSL than to the classical dif sites.  In this 
thesis, results from in vitro experiments on both systems are presented, as well as 
some results from in vivo experiments.  We show that XerS is capable of binding 
cooperatively to difSL and that this binding is asymmetrical.  This is because XerS 
is able to bind to the left half of the site but not to the right half when they are 
separated.  The cleavage by XerS is also asymmetrical, as it is more efficient on 
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the bottom strand.  As for XerH, its binding to difH is much less cooperative and 
doesn’t have the same asymmetry.  But the cleavage is also asymmetrical like the 
one seen in XerS.  Comparing the two systems show that they are not 
homologuous and that more than one version of Xer systems using a single 
recombinase exists.  These results represent the first discovery of an 11 bases pairs 
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Section 1 : La division cellulaire 
Pour assurer leur survie à travers les âges, tous les organismes unicellulaires ont 
besoin de compléter une division cellulaire donnant naissance à deux cellules filles 
identiques contenant chacune un génome entier.  Pour les bactéries, une fois la 
taille nécessaire atteinte (revu dans Chien et al., 2012), il y a initiation de la 
réplication de l’ADN chromosomique (revu dans Kaguni, 2006; McHenry, 2011) 
puis séparation en deux cellules filles au niveau du septum de division. 
 
1.1 Le site de division 
Pour que la division soit efficace, il est important que celle-ci se produise au centre 
de la cellule et que l’ADN ne soit pas un obstacle à sa complétion.  Pour s’assurer 
que la division ne se produise pas sur un chromosome, ce qui aurait l'effet d'une 
guillotine sur celui-ci, et ce qui pourrait mener à la mort de la cellule, il existe un 
mécanisme qu’on appelle l'occlusion du nucléoide.  Celui-ci permet de diriger la 
division à un endroit où la concentration d’ADN est plus basse (revu dans 
Errington et al., 2003).  Suite à la réplication de l’ADN, celui-ci est concentré au 
centre de chacune des futures cellules filles et est presque absent des pôles et du 
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milieu de la cellule mère.  Ce phénomène se produit grâce à la protéine SlmA chez 
Escherichia coli et grâce à Noc (une protéine très différente) chez Bacillus subtilis.  
Celles-ci vont se lier à l’ADN (aux sites SBS et NBS respectivement).  De plus, 
Noc ne serait pas seulement qu’un inhibiteur de division spatial, elle serait aussi 
impliquée dans la régulation dans le temps entre la ségrégation des chromosomes 
et la division cellulaire (Bernhardt et de Boer, 2005; Wu et al., 2009; Cho et al., 
2011; Tonthat et al., 2011). Mais la situation n’est pas si simple, puisque SlmA 
n’est pas le seul facteur contribuant à l’occlusion du nucléoide chez E. coli.  Par 
contre, les autres facteurs sont encore inconnus (Männik et al., 2012). 
 
Il existe trois sites différents où le système d’occlusion du nucléoide permet la 
division (les deux pôles et le centre), et seulement le centre de la cellule est 
approprié pour une division adéquate.  Ceci signifie qu’un autre système 
permettant de cibler l’appareil de division au site approprié est donc nécessaire.  Il 
s’agit du système min (nommé ainsi car un mutant mène à la formation de mini-
cellules anuclées), qui chez E. coli est composé des protéines MinC, MinD et 
MinE.  MinC et MinD agissent de concert comme inhibiteur de l’assemblage de 
FtsZ (cet assemblage est décrit dans la section 1.2.1) (revu dans Lutkenhaus, 
2007). Ce système a comme particuliarité principale qu’il opère par une 
oscilliation des protéines.  En effet, les membres de ce système se déplacent d’un 
pôle à l’autre pour s’assurer que la concentration de MinC soit plus élevée aux 
pôles et moins élevée au milieu de la cellule.  Cette dernière est le véritable 
inhibiteur de la polymérisation de FtsZ.  Le rôle de MinD est de séquestrer MinC 
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au niveau de la membrane, de stimuler son activité d’inhibition de la division et de 
permettre de réagir à la présence de MinE (revu dans Barak et Wilkinson, 2007; 
Lutkenhaus, 2007).La présence de MinE est nécessaire pour ce mouvement et 
celui-ci est spontané, sans besoin d’aucun marqueur de topologie cellulaire.  C’est 
MinE qui fait en sorte que MinC et MinD se retrouvent principalement aux pôles. 
(revu dans Goehring et Beckwith, 2005; Barak et Wilkinson, 2007).  Par contre, la 
protéine MinE est absente du système Min de B. subtilis et son rôle de ciblage au 
pôle est effectué par DivIVA.  Cette protéine est associée de façon stable aux pôles 
cellulaires et elle interagit directement avec MinD (revu dans Barak et Wilkinson, 
2007).   Il y a une différence marquée entre les deux espèces, puisque l’oscillation 
des protéines d’un pôle à l’autre n’est observée que dans le cas de E. coli (revu 
dans Barak et Wilkinson, 2007).   De plus, une autre protéine participe au système 
Min chez B. subtilis, soit MinJ.  Celle-ci rempli un rôle partiellement analogue à 
MinE, car elle régule l’activité des autres membres du système.  MinCDJ stimule 
le désassemblage de l’appareil de division et aurait comme fonction majeure 
d’empêcher que celui-ci exécute une seconde division durant le même cycle 
cellulaire (van Baarle et Bramkamp, 2010).  
 
De plus, l’absence combinée du système Min et du système d’occlusion du 
nucléoide mène à un arrêt de la division cellulaire et non à une division incontrôlée 
(Wu et Errington, 2004).  Ceci serait dû au fait que l’absence de cette inhibition 
mènerait à la formation de plusieurs sites de division qui sont en compétition pour 
un nombre limité de protéines, ce qui ferait en sorte qu’aucun des sites potentiels 
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n’auraient le matériel nécessaire pour assembler un appareil de division 
fonctionnel (Wu et Errington, 2004; Bernhardt et de Boer, 2005). 
 
1.2 L’appareil de division 
 
1.2.1 FtsZ 
Une fois le site de division sélectionné, il y a constriction de la cellule pour mener 
à la création de deux cellules filles de volumes égaux.  Cet objectif est accomplit à 
l’aide d’une machinerie complexe composée de plusieurs protéines appelée le 
divisome.  La première étape dans son assemblage est la formation d’un anneau de 
FtsZ qui servira comme échafaudage pour le reste du divisome. Il s’agit d’une 
protéine très bien conservée chez la majorité des bactéries, et un homologue à la 
tubuline eucaryote (revu dans Adams et Errington, 2009).  FtsZ est une GTPase 
formée de deux domaines globulaires.  Elle possède la capacité de s’assembler en 
protofilaments.  Cet assemblage est nécesaire pour son activité, puisque son site 
actif est absent du monomère et est à l’interface entre deux monomères (revu dans 
Erickson et al., 2010; Mingorance et al., 2010).  Ce sont ces protofilaments qui 
vont s’assembler pour former l'anneau Z (Z ring).  C'est cette structure qui va 
générer la force menant à la constriction de la cellule et à la division (Erickson et 
al., 2010).  L’assemblage de cette structure se fait de manière coopérative 
(l’affinité des sous-unités pour le polymère en assemblage est plus forte que celle 
pour les autres sous-unités non assemblées) avec une épaisseur finale d’une seule 
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sous-unité (revu dans Adams et Errington, 2009).  La formation de ces 
protofilaments de FtsZ nécessite la liaison du GTP, mais non son hydrolyse, et elle 
est dynamique.  En effet, il y a un changement rapide des sous-unités du 
protofilament qui est reliée à l’hydrolyse du GTP (revu dans Adams et Errington, 
2009).   
 
Une fois les protofilaments formés, ceux-ci s’assemble pour former l’anneau final 
de FtsZ.  Il existe deux modèles pour tenter d’expliquer cet évènement.  Le 
premier modèle stipule que les protofilaments, qui sont plus court que la 
circonférence de la bactérie, s’assemblent en se chevauchant. Le second avance 
qu’ils s’assemblent en se joignant l’un à l’autre (revu dans Erickson et al., 2010).  
Par contre, plusieurs questions sur ce mécanisme in vivo sont encore sans 
réponses.  Lors de l’assemblage de l'anneau Z, il est important qu’il y ait un lien 
entre FtsZ et la membrane pour maintenir l’intégrité structurale de l’anneau et pour 
transmettre la force de constriction à la membrane.  Ce lien n’est pas direct, 
puisque FtsZ n’a pas d’affinité détectable pour la membrane bactérienne (revu 
dans Adams et Errington, 2009).  Chez E. coli, ceci est compensé par deux 
protéines, ZipA et FtsA (revu dans Adams et Errington, 2009).  Elles sont toutes 
deux essentielles pour la division cellulaire.  L’absence d’une seule des deux mène 
à la formation de cellules filamentées avec des anneaux Z bien assemblés et bien 
positionnés, mais non fonctionnels. De plus, il n’y a pas formation de l'anneau Z 
en l’absence de celles-ci (revu dans Adams et Errington, 2009).  ZipA est une 
protéine transmembranaire avec un seul point d’encrage au niveau de son 
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extrémité N-terminale et elle est présente partout sur la membrane interne jusqu’à 
ce qu’elle soit recruter par FtsZ.  Après cette interaction entre la queue C-terminale 
de FtsZ et le domaine C-terminal de ZipA, cette dernière se retrouve au niveau de 
l'anneau Z en cours d’assemblage (revu dans Adams et Errington, 2009).  Par un 
mécanisme encore inconnu, ZipA promeut l’assemblage de FtsZ en groupe de 
protofilaments alignés. Outre ce rôle, ZipA est aussi impliqué dans le recrutement 
des protéines essentielles à la division cellulaire que sont FtsK, FtsQ, FtsL et FtsN 
(Hale et de Boer, 2002). Par contre, ZipA n’est pas conservée hors du groupe des 
-protéobactéries et il est suggéré que son rôle serait rempli par FtsA chez d’autres 
espèces (revu dans Adams et Errington, 2009).  De son côté, FtsA est bien 
conservée parmi les bactéries, même si certaines de ses propriétés varient selon la 
famille bactérienne.  Par exemple, FtsA est capable de se lier à l’ATP, mais une 
activité d’ATPase a seulement été observée dans le cas de B. subtilis.  FtsA est une 
protéine dimérique (mais pouvant former des hélices en tire-bouchon chez S. 
pneumoniae) qui interagit avec le domaine C-terminal de FtsZ (revu dans Adams 
et Errington, 2009).  Cette interaction est contrôlée par le ratio de FtsZ à FtsA. 
Celui-ci est d’environ de 5 pour 1 et il doit rester à ce niveau pour permettre la 
bonne progression de la division cellulaire.  FtsA est aussi en mesure d’attacher 
l'anneau Z à la membrane et peut affecter l’intégrité de l'anneau Z lors de 
différentes étapes de la division (revu dans Adams et Errington, 2009).  Par contre, 
FtsA n’est pas essentielle pour la division végétative de B. subtilis, et ce même si 
FtsA est le principal ancrage à la membrane de FtsZ (revu dans Adams et 
Errington, 2009).  
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D’autres protéines non-essentielles sont aussi impliquées dans  la polymérisation 
de FtsZ et dans la formation de l'anneau Z. Les principales connues à ce jour sont 
ZapA, ZapB, ZapC et ZapD.  Ces quatres protéines vont faciliter la formation de 
l’anneau Z par différentes interactions avec FtsZ (Galli et Gerdes, 2012).  
(Durand-Heredia et al., 2011; Hale et al., 2011; Galli et Gerdes, 2012)  La 
présence de plusieurs protéines aux activitiés redondantes pourraient s’expliquer 
par la possibilité que chacune des protéines stimule la formation de l’anneau Z 
dans des conditions environnementales différentes.  Une seconde explication serait 
que l’assemblage de FtsZ chez E. coli soit moins efficace que pour celle de FtsZ 
de B. subtilis, qui ne possède pas de protéines de type ZapABCD (Durand-Heredia 
et al., 2012).  Il existe un régulateur négatif de l’assemblage de l'anneau Z chez B. 
subtilis, EzrA.  Cette inhibition se produit à deux niveaux par une interaction 
directe.  Soit au niveau de FtsZ sous forme monomérique et au niveau du 
polymère.  Dans le premier cas, l’affinité pour le GTP est diminuée, tandis que 
dans le second il y a stimulation de l’activité GTPase (revu dans Adams et 
Errington, 2009).  Un second régulateur négatif est ClpX, qui interagit avec les 
polymères de FtsZ pour inhiber la formation de l'anneau Z par un mécanisme qui 
n’est pas encore compris à 100% (revu dans Adams et Errington, 2009). Chez les 
bactéries Gram-positif, la protéine SepF est impliqué dans le maintient de la bonne 
morphologie du septum lors de la constriction de ce dernier.  De plus, SepF peut 
remplacer FtsA chez B. subtilis (revu dans Adams et Errington, 2009).  Il existe 
aussi des régulateurs négatifs de la polymérisation de FtsZ qui font le lien entre le 
cycle cellulaire et la division.  Un exemple est SulA, une protéine produite lors de 
la réponse SOS chez E. coli et qui bloque la division cellulaire pour empêcher que 
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la division se produise lorsque les chromosomes sont endommagés.  Son action est 
basée sur sa liaison aux monomères de FtsZ, ce qui a pour effet de les séquestrer. 
Ceci empêche le remplacement des monomères retirés des protofilaments de FtsZ 
dû à son mode d’assemblage dynamique (revu dans Adams et Errington, 2009).   
 
Une fois cette première partie de l'appareil de division assemblée, il y a 
recrutement des autres protéines de division (celles-ci sont illustrées dans la figure 
1).  Chez E. coli, il y a un ordre de recrutement (FtsE/FtsX, FtsK, FtsQ, FtsL/FtsB, 
FtsW, FtsI, FtsN), ce qui signifie que certaines protéines dépendent des autres pour 
leur localisation tandis que certaines n'ont pas besoin des autres (revu dans Barak 
et Wilkinson, 2007).  Dans le cas de B. subtilis, cette relation n'existe pas, puisque 
les protéines équivalentes (DivIB, DivIC, FtsL, PBP-2B et FtsW) sont recrutées 
collectivement (revu dans Errington et al., 2003).  Par contre, il est possible 
d'observer certains évènement de recrutement inversé dans certains conditions 
(une souche ftsA
-
 exprimant une fusion ZapA-FtsQ peut recruter FtsK au septum), 
ce qui indique qu'il est possible que l'ordre d'assemblage ne soit pas une chaîne 
d'évènements coordonnés dans le temps (Goehring et al., 2005).  En fait, il existe 
un délai entre le recrutement de FtsK et celui des autres protéines, qui vont se 







Figure 1: Schéma de l’appareil de division chez E. coli.  MraY n'a pas été 
formellement identifiée comme étant présent dans l'appareil de division.  (Tirée de 




FtsE et FtsX forment un complexe ayant l’apparence d’un transporteur ABC qui 
est impliqué dans le bon recrutement des autres protéines du septum.  FtsE est la 
partie cytoplasmique de ce complexe, tandis que FtsX est la partie membranaire 
qui localise le complexe au septum (Schmidt et al., 2004).  Ceci se produit sans 
une véritable fonction de transporteur ABC et sans rôle dans l’insertion au niveau 
de la membrane de ces protéines (Arends et al., 2009).  FtsEX est en mesure 
d’hydrolyser l’ATP, mais ceci lui permet d’agir au niveau de la constriction du 
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septum et non de l’assemblage de ce dernier (Arends et al., 2009).  FtsE interagit 
directement avec FtsZ tandis que FtsX va interagir avec EnvC, un facteur impliqué 
dans les étapes tardives de la division, pour le recruter au septum.  Ceci permet 
d’avancer l’hypothèse que FtsEX sert de lien entre l’hydrolyse du peptidoglycane 
et la constriction de l’anneau Z (revu dans Uehara et Bernhardt, 2011).  Une partie 
du rôle de FtsEX est conservé, puisque le complexe joue aussi un rôle similaire 
chez S. pneumoniae (revu dans Uehara et Bernhardt, 2011).  
 
1.2.3 FtsK 
FtsK est une large protéine de 1329 acides aminés qui est divisée en trois 
domaines (voir figure 2).  Son domaine N-terminal (FtsKN) d’environ 220 acides 
aminés contient plusieurs passages transmembranaires et est séparé de son 
domaine C-terminal (FtsKC) cytoplasmique (environ 470 acides aminés) par une 
région riche en proline et glutamine (FtsKL).  Cette dernière est constituée 
d’environ 700 acides aminés et elle est présente  seulement chez E. coli et 
Salmonella Typhi (Begg et al., 1995; Boyle et al., 2000).  Elle est membre de la 
famille des ATPase associated with various actvities (AAA+) et plus 
spécifiquement dans une sous-famille contenant SpoIIIE (Aussel et al., 2002). Le 
domaine N-terminal est composé de quatre passages transmembranaires orientés 
de façon à ce qu’il y ait deux boucles périplasmiques et une boucle cytoplasmique 
(Dorazi et Dewar, 2000a).  Le premier sous-domaine périplasmique contient un 
motif HEPIH, similaire au motif HEXXH présent chez les zinc métalloprotéases, 
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qui est important dans le bon fonctionnement de la protéine dans la division 
cellulaire (Dorazi et Dewar, 2000a).  Par contre, le domaine N-terminal n’est pas 
conservé hors des protéobactéries, contrairement au domaine C-terminal.  De plus, 
FtsK est absente chez les archaea (Recchia et Sherratt, 1999; Geissler et Margolin, 
2005).  Le domaine C-terminal peut être divisé en trois sous-domaines, soit ,  et 
 (Yates et al., 2003).  Les sous-domaines  et  vont former la pompe à ADN et 
contiennent les éléments nécessaires pour l’activité d’ATPase de la protéine 
(illustré dans la figure 3) (Massey et al., 2006).  Le sous-domaine  possède une 
structure de type RecA qui est commune aux protéines AAA+ (Massey et al., 
2006).  Le domaine C-terminal va s’oligomériser sous forme d’anneau 
hexamèrique pouvant laisser passer l’ADN en son centre (Massey et al., 2006).  Le 
sous-domaine  est séparé des sous-domaines  et  et est relié à ceux-ci par une 
liaison flexible (Sivanathan et al., 2006).  Il a la structure d’un domaine de type 




Figure 2: Schéma de la structure de la protéine FtsK.  Les chiffres indiquent les 




FtsK est impliquée à la fois dans la formation du septum et dans la ségrégation des 
chromosomes, mais ces deux rôles sont indépendants l’un de l’autre (Begg et al., 
1995).  Puisque certains mutants de FtsK peuvent être complémentés par la 
délétion de dacA (qui produit PBP5), il est proposé que FtsK soit impliqué dans la 
synthèse ou la modification du peptidoglycane (Begg et al., 1995).   La régulation 
de la quantité de FtsK dans la cellule est importante, puisque la surexpression de 
cette protéine bloque la division en empêchant la formation de l’anneau Z et abolie 
le contrôle spatial et structural de FtsK au niveau de XerCD (Draper et al., 1998; 
Kennedy et al., 2008).  De plus, le gène ftsK est précédé d’un promoteur lié à la 
réponse SOS (PdinH) et il est un membre du régulon SOS (Draper et al., 1998; 
Wang et Lutkenhaus, 1998).  L’expression de FtsK est aussi induite par le ppGpp 
de la réponse stringente (Diez et al., 2000).  En fait, la transcription de ftsK peut se 
produire à partir de deux promoteurs; dont un seul est essentiel, soit PdinH (Dorazi 
et Dewar, 2000b).  Malgré cela, l’activité de FtsK n’est pas principalement 
contrôlée au niveau transcriptionnel.  Ceci a été démontré par l’observation des 
effets d’une faible production ectopique de FtsK  (Kennedy et al., 2008). 
 
Seulement le domaine N-terminal est nécessaire pour remplir son rôle dans la 
division (Draper et al., 1998).  La surexpression de FtsN peut diminuer en partie la 
nécessité de FtsKN, ce qui laisse supposer que ce domaine est impliqué dans la 
division par un rôle indirect.  Les deux possibilités étant qu’il puisse servir de 
point d’ancrage ou bien de facilitateur pour les enzymes effectuant la constriction 
du septum (Draper et al., 1998).  FtsKN est suffisant pour permettre la localisation 
13 
 
de FtsK au septum en présence de FtsZ et FtsA (Wang et Lutkenhaus, 1998; Yu et 
al., 1998a).  ZipA est aussi nécessaire pour le recrutement de FtsK (Pichoff et 
Lutkenhaus, 2002).  FtsK agit donc relativement tôt lors de la formation du septum 
et est impliquée dans la stabilité du divisome (Wang et Lutkenhaus, 1998; Geissler 
et Margolin, 2005).  Cette dernière fonction est partagée avec d’autres protéines de 
division cellulaire (FtsQ, FtsA, FtsB, ZipA et FtsN) et le rôle de FtsK dans le 
recrutement des autres membres du divisome est indirect (Geissler et Margolin, 
2005).  FtsK possède des sites d’interactions avec FtsQ et FtsL au niveau de son 
domaine essentiel ainsi que des sites d’interactions avec FtsZ et FtsI au niveau de 
ses domaines non-essentiels (sites FtsZ et FtsI dans FtsKL et FtsI dans FtsKC) 
(Grenga et al., 2008).  La présence de ces sites supporte l’hypothèse d’un rôle non-
essentiel dans la stabilisation du divisome (Grenga et al., 2008). Ceci est confirmé 
par l’importance des régions 179-331 et 332-641 de FtsK, qui vont interagir avec 
d’autres protéines du divisome pour permettre une septation normale (Dubarry et 
al., 2010).  Quant au domaine C-terminal, il est impliqué dans le bon 
positionnement et la ségrégation des chromosomes lors de la division (Liu et al., 
1998; Yu et al., 1998b).   La délétion de ce domaine combinée à celle d’une autre 
protéine impliquée dans la condensation et la partition du chromosome, MukB, 
mène à un phénotype synthétique létal.  Ceci signifie que ces mutations prisent 
individuellement n’affecte pas la viabilité des cellules, mais qu’une fois qu’elles 
sont combinées les cellules ne peuvent survivre.  Ce qui indique un lien 
fonctionnel entre les deux protéines (Yu et al., 1998b).  De plus, un double mutant 
de FtsKC et du système min donne naissance à de mini-cellules qui contiennent de 
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l’ADN.  Ceci serait dû au fait que FtsK prévient l’emprisonnement de l’ADN au 
niveau du septum en constriction (Yu et al., 1998b). 
 
L’action de FtsK au niveau de la ségrégation des chromosomes est lié au fait que 
son domaine cytoplasmique est nécessaire pour la résolution des dimères 
chromosomiques (Recchia et al., 1999a; Steiner et al., 1999).  Par contre, pour 
accomplir cette fonction, toutes les régions de FtsK sont nécessaires, incluant le 
domaine central.  En effet, une version tronquée de FtsK possèdant seulement ses 
domaines N- et C-terminaux n’est pas en mesure de permettre la bonne résolution 
des dimères chromosomiques.  FtsKL serait donc impliquée dans la stabilisation de 
l’interaction entre FtsK et d’autres protéines du divisome (Boyle et al., 2000; 
Bigot et al., 2004).  De plus, cette activité dans la ségrégation des chromosomes 
nécessite l’hydrolyse de l’ATP au niveau des séquences de type Walker A et 
Walker B (Boyle et al., 2000).  Mais une autre version tronquée de FtsK (FtsK50c) 
contenant le domaine C-terminal fusionné aux acides aminés 179 à 230 est active. 
Elle permet de catalyser la réaction de XerCD impliquée dans la résolution des 
dimères chromosomiques (Aussel et al., 2002).  FtsK50c est hexamèrique et se lie à 
l’ADN sous la forme d’un anneau, même si une grande quantité de protéine est 





Figure 3: Structure cristalline des sous-domaines  et  assemblés en hexamère. 
La flèche rouge représente où passe l’ADN.  Le sous-domaine  se situerait autour 
de cette flèche et n'est pas représenté ici.   Le sous-domaine  est en orange et le 
sous-domaine  est en bleu.  En A) vue de côté de FtsK.  En B) vue du dessus de 
Ftsk.  (Adaptée de Massey et al., 2006) 
 
 
Une fois lié à l’ADN, FtsK possède une activité de translocase et agit donc comme 
un moteur sur l’ADN en utilisant l’ATP comme source d’énergie (Aussel et al., 
2002).  Cette translocation se produit à une vitesse d’environ 6,7 kbp/s, consomme 
environ 30 ATP par monomère par seconde et produit une force d’environ 60 pN 
(Saleh et al., 2004; Pease et al., 2005).  De plus, FtsK est en mesure d’enlever les 
protéines liées à l’ADN qu’elle rencontre lors de son déplacement (Graham et al., 
2010b).  La translocation produit un supertour à toutes les 150 paires de bases et le 
déplacement a un pas de 13,1 paires de bases (ce qui est plus grand que le pas de 
l’hélice d’ADN), ce qui signifie que FtsK n’effectue aucune rotation pour suivre la 
forme de la double-hélice; une différence marquée avec les autres translocases 
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(Saleh et al., 2005).  À chaque hydrolyse d’un ATP, il y aurait un changement 
conformationnel menant à un déplacement de 1,6 à 2,1 paires de bases.  Ce qui a 
pour effet de positionner l’ADN au même endroit mais dans la sous-unité suivante 
sans rotation majeure (Massey et al., 2006; Graham et al., 2010a).  Le 
déplacement aurait donc lieu grâce à une liaison à l’ADN et un détachement 
coordonnés entre les différents monomères suivant un modèle dit de rotary 
inchworm (Saleh et al., 2005; Massey et al., 2006).  Par contre, des expériences 
plus récentes ont démontré que l’hexamère peut effectuer la translocation à une 
vitesse normale même si une des sous-unités est inactive et ne peut hydrolyser 
l’ATP.  Dans ce cas, le seul effet visible une diminution de sa capacité à enlever 
les protéines bloquant son passage sur l’ADN (Crozat et al., 2010).  Ceci favorise 
donc un modèle de type escort où plusieurs sous-unités contactent l’ADN en 
même temps (Crozat et al., 2010).  La translocation de l’ADN permet à FtsK de 
positionner les sites dif de façon adéquate au niveau du septum et de les garder à 
cet endroit, ce qui a pour effet de permettre la formation de synapses productives 
(Capiaux et al., 2002; Li et al., 2003).  Cette propriété est importante pour la 
résolution des dimères chromosomiques, puisque FtsK est en mesure de soutenir la 
résolution des dimères lorsque XerCD/dif sont remplacés par Cre/loxP (Capiaux et 
al., 2002).   
 
Mais le positionnement des sites dif n’est pas le seul rôle de FtsK dans la 
résolution des dimères chromosomiques puisque son activité n’est pas transférable 
entre les espèces (Yates et al., 2003).  En effet, la recombinaison chez E. coli ne 
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peut être stimulé par la protéine FtsK de Haemophilus influenzae (Yates et al., 
2003).  FtsKC est donc impliquée dans une interaction avec le système Xer et ce 
sont les 140 derniers acides aminés de la protéine qui donnent la spécificité 
d’espèces (Yates et al., 2003).  En fait, FtsK stimule la recombinaison en activant 
XerD par contact direct avant la formation de la jonction d’Holliday.  Ce qui 
augmente le clivage sur le brin inférieur mais non sur le brin supérieur (Massey et 
al., 2004; Yates et al., 2006; Grainge et al., 2011).  Cette activation nécessite une 
interaction entre le sous-domaine  de FtsK et XerD qui ne dépends pas de la 
translocation (Yates et al., 2006; Grainge et al., 2011).  L’interaction se produit 
entre une séquence de l’extrémité C-terminale de TEKRKA) et une séquence de 
l’extrémité C-terminale de XerD (RQ.QQ), et elle est la source de la spécificité 
d’espèces (Yates et al., 2006).  Mais s’il n’y a pas de translocation, la présence de 
 et  empêche l’induction de la recombinaison par .  Il n’est pas encore établi si 
c’est la translocation ou l’arrivée au complexe XerCD/dif qui va retirer cette 
inhibition  (Nolivos et al., 2010).  Seulement la moitié des monomères vont entrer 
en contact avec XerD (Bonné et al., 2009).  Dû au fait que l’interaction FtsK-XerD 
est faible ou temporaire, un contact est nécessaire entre FtsK et l’ADN en position 
2 à 9 du brin inférieur et celles en position 1 à 3 du brin supérieur (la position 0 
étant l’extrémité du site dif) pour permettre l’activation de la recombinaison 
(Bonné et al., 2009).  Ce contact entre FtsK et l’ADN se produit au niveau du 
backbone sucre-phosphate sans spécificité de séquence (Bonné et al., 2009).  
Malgré sa capacité de déplacer des protéines de l’ADN, FtsK cesse sa 
translocation lorsqu’elle rencontre XerD, et ce seulement si XerD est dans la 
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bonne orientation (Graham et al., 2010b).  En effet, FtsK n’arrête seulement que 
lorsqu’elle rencontre la face extérieure de XerD et va ensuite diminuer son activité 
ATPase.  Mais elle demeure tout de même associée à l’ADN et au complexe 
XerCD, ce qui va permettre l’activation de la recombinaison (Graham et al., 
2010b).  Par contre, le sous-domaine  n’est pas directement impliqué dans cet 
arrêt de la translocation, puisqu’un mutant sans  se comporte de la même manière 
(Graham et al., 2010b).  Aussi, la translocation s’arrête en présence de Cre liée au 
site loxP, ce qui signifie que l’arrêt de FtsK dépends plutôt de la présence d’un 
complexe nucléoprotéique de recombinaison en général (même si celui-ci est 
inactif) et non d’une interaction spécifique avec la séquence de XerD (Graham et 
al., 2010b).  De plus, ces deux fonctions de FtsK, le positionnement de dif et 
l’activation de XerD, ne sont pas directement reliées, car elles peuvent être 
séparées in vivo (Bigot et al., 2004).  La translocation servirait donc seulement à 
s’assurer que la topologie des produits de recombinaison est simple, sans quoi la 
ségrégation des chromosomes est compromise; même si XerD est activée par le 
sous-domaine  (Grainge et al., 2011).   
 
La mobilisation de l’ADN par FtsK ne se fait pas au hasard, puisque FtsK est 
capable de lire la polarité de l’ADN dans une large région d’environ 400 kb autour 
du terminus.  FtsK est aussi préférentiellement ciblée à cette région, qui est la 
dernière à être ségrégée (Corre et Louarn, 2002; Corre et Louarn, 2005; Deghorain 
et al., 2011).  La lecture de cette polarité se produit par l’intermédiaire des 
séquences KOPS (FtsK Orienting Polar Sequences) qui sont surreprésentées dans 
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le génome bactérien, soit une fois à tous les 12 kb environ (voir figure 4) (Bigot et 
al., 2005).  Les KOPS sont dans certains cas aussi connus sous le nom de FRS 
(FtsK recognition sequences) (Levy et al., 2005).  Cette séquence (5’-
GGGNAGGG-3’) se retrouve toujours dans la même orientation sur le même brin 
du chromosome, pointant de l’origine de réplication vers le site dif, un phénomène 
que l’on nomme le skew.  L’hypothèse principale est qu’il serait causé par le fait 
qu’il y a plus de mutations G vers C sur le brin discontinu puisqu’il est sous forme 
simple brin plus longtemps dans la cellule, ce qui mène à plus de déamination 




Figure 4: Positionnement des KOPS sur les deux brins du chromosome.  Les 
KOPS sont réprésentée par les traits verticaux.  Le rectangle supérieur représente 
un brin du chromosome et le rectangle inférieur représente le second brin.  (Tirée 
de Bigot et al., 2005, avec permission)   
 
 
Le rôle des KOPS est de faciliter le chargement de FtsK sur l’ADN tout en 
imposant une orientation à la translocation qui en découle (Bigot et al., 2006).  
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C’est le sous-domaine  qui est responsable de la reconnaissance des KOPS; trois  
par hexamère reconnaissent spécifiquement un KOPS.  De plus, le sous-domaine   
n’est pas nécessaire pour l’activité motrice de FtsK (Ptacin et al., 2006; Sivanathan 
et al., 2006; Löwe et al., 2008).  Il y aurait donc une première liaison d’un trimère 
de FtsK à l’ADN suivit du chargement des trois autres monomères sur l’ADN de 
façon KOPS-indépendante (Graham et al., 2010a).  La recherche des KOPS se 
produit à l’aide de collisions aléatoires.  Cette reconnaissance des KOPS par FtsK 
s’effectue sous une forme liée à l’ADP ou dont l’activité d’ATPase est inhibée 
(Lee et al., 2012).  Par contre, malgré ces capacités de translocation sur de longues 
distances (22 kb en moyenne) et de lecture de la polarité de l’ADN, FtsK est 
capable de procéder dans les deux directions lors de sa translocation (visible 
comme une inversion de la direction de translocation lors d’expériences).  Ceci 
signifie que la polarité de l’ADN n’est pas un blocage pour FtsK (Saleh et al., 
2004; Pease et al., 2005).   La raison de ce phénomène est que les KOPS ne sont 
pas reconnus dans l’orientation non-permissive suite à un changement allostérique 
de FtsK découlant de l’hydrolyse de l’ATP par FtsK  Ils serviraient donc 
seulement de site de chargement pour que FtsK se déplace dans la bonne direction 
(Löwe et al., 2008; Graham et al., 2010a; Lee et al., 2012).  L’inversion de la 
translocation serait soit causée par un second hexamère de FtsK se déplaçant dans 
le sens opposé au premier ou à un déassemblage suivit d’un réassemblage rapide 
dans l’orientation opposée.  Mais elle serait probablement liée à la méthode 
expérimentale utilisée et au fait que les FtsK partielles utilisées n’ont pas 
exactement les même propriétés que la protéine entière (Löwe et al., 2008; 
21 
 
Graham et al., 2010a; Lee et al., 2012).  La translocation à contre-sens serait 
ralentie et même arrêtée à cause de la résistance causée par l’ADN condensée et 
d’autres protéines agissant sur celle-ci (Saleh et al., 2004).  De par cette activité de 
translocase, FtsK est en mesure de déplacer l’ADN à travers le septum pour 
s’assurer que chaque cellules filles reçoive un chromosome (Lau et al., 2003).  Par 
contre, les KOPS ne sont pas essentiels pour le fonctionnement du système, 
puisque un mutant de FtsK ne reconnaissant plus les KOPS à un impact modeste 
sur la santé des cellules (environ 70% des dimères sont résolus) (Sivanathan et al., 
2009).  Ceci serait lié au fait que FtsK est ciblé à sa zone préférentielle du 
chromosome sans l’apport des KOPS, qui ne servent qu’à orienter la translocation 
(Deghorain et al., 2011).  Mais les KOPS sont importants dans des mutants 




), puisqu’une plus grande 
quantité de translocation est demandée (Sivanathan et al., 2009).   
 
L’activité de FtsK nécessite que le septum soit dans la phase de fermeture puisque 
celle-ci n’est pas présente en quantité suffisante dans la cellule pour permettre son 
hexamérisation avant la constriction.  La constriction de la cellule a pour effet 
d’augmenter localement la concentration de FtsK (Kennedy et al., 2008).  Les sites 
dif ne seront donc pas rapprochés et la recombinaison par XerCD ne sera pas 
activée avant les étapes tardives de la division, et ce même si FtsK est recrutée 
relativement tôt dans la formation du divisome (Kennedy et al., 2008).  Malgré 
cela, FtsK agit avant la fermeture du septum et la fusion des membranes sans 
formation d’un pore transmembranaire de FtsK dans lequel passerait l’ADN.  Il 
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s’agit d’une situation différente de celle observée pour SpoIIIE (Burton et al., 
2007; Dubarry et Barre, 2010).  Selon les hypothèses actuelles, la translocation de 
FtsK sur l’ADN déstabiliserait une partie de ses interactions avec les autres 
protéines de division, ce qui aurait pour effet d’arrêter la constriction de la cellule 
en attendant la fin de la ségrégation de l’ADN.  Une fois celle-ci terminée, la 
translocation va cesser, ce qui permettra à nouveau la constriction (voir figure 5) 




Figure 5: Modèle du lien entre la constriction et la translocation.  (Tirée de 





Outre ses rôles dans la division cellulaire et dans la résolution des dimères 
chromosomiques, FtsK est aussi impliquée dans la décaténation de l’ADN.  En 
effet, FtsK interagit avec la sous-unité ParC de la topoisomérase IV et est en 
mesure de stimuler son activité (Espeli et al., 2003).  Cet effet ne serait pas dû à la 
génération de supertours lors de la translocation de l’ADN, puisque l’activité de la 
gyrase n’est pas affectée par FtsK et que la translocation n’est pas liée à 
l’activation de la topoisomérase IV (Espeli et al., 2003; Bigot et Marians, 2010).  
FtsK stimulerait l’activité de la topoisomérase IV en augmentant l’efficacité du 
trapping du segment T (L’ADN qui est transporté et qui n’est pas coupé) (Bigot et 
Marians, 2010).  Cette interaction aurait aussi comme effet de concentrer la 
topoisomérase IV au centre de la cellule en division.  Ceci lui permet d’entrer en 
contact avec une plus grande quantité de substrats nécessitant une décaténation 
pour quitter le septum (Espeli et al., 2003).  La stimulation de la topoisomérase IV 
par FtsK est dépendante de la chiralité de l’ADN.  En effet, celle-ci se produit 
seulement en présence de caténation et d’ADN avec un surenroulement positif 
(Bigot et Marians, 2010).  En addition à cela, une inhibition de l’activation de la 
topoisomérase IV est observée lorsque l’ADN a un surenroulement négatif.  Cette 
inhibition dépends de la translocation par FtsK (Bigot et Marians, 2010).  Ceci 
serait dû au fait que FtsK peut déplacer la topoisomérase IV liée à l’ADN ayant un 
surenroulement négatif à cause de la plus faible stabilité de ce complexe comparé 
à celui formé sur l’ADN ayant un surenroulement positif (Bigot et Marians, 2010).  
L’impact de FtsK au niveau de la décaténation n’est pas seulement lié à son 
activation de la topoisomérase IV.  En effet, son rôle au niveau du système XerCD 
pourrait aussi lui permettre de jouer un rôle dans la décaténation (mais inefficace), 
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même en absence de topoisomérase IV (Ip et al., 2003; Grainge et al., 2007).  FtsK 
s’assure que la synapse de recombinaison ne contienne pas de structures telles que 
des nœuds et évite ainsi leur incorporation dans des structures topologiques 
complexes (Ip et al., 2003).  Sa capacité de reconnaissance des KOPS est 
importante pour la formation de synapses simples, puisqu’un mutant du sous-
domaine  (dit mutant aveugle) de FtsK ne permet plus le remplacement de 
XerCD/dif par Cre/loxP (Sivanathan et al., 2009). 
 
FtsK est aussi présente et importante dans la famille des Lactococcus/ 
Streptococcus, mais il y a plusieurs différences dans les propriétés de la protéine.  
Tout d’abord, comme mentionné plus haut, le domaine FtsKL n’est pas présent 
dans cette famille, ce qui laisse présager un contrôle différent entre la constriction 
de la cellule et la ségrégation des chromosomes.  Ceci à pour conséquence que les 
homologues de FtsK chez les Lactococcus/Streptococcus sont plus petits, allant de 
758 à 816 acides aminés selon les espèces (Le Bourgeois et al., 2007).  Ces 
homologues possèdent un domaine N-terminal d’environ 180 acides aminés qui est 
nécessaire pour la localisation au septum et un domaine C-terminal similaire à 
celui présent chez E. coli (Le Bourgeois et al., 2007).  Par contre, FtsK n’est pas 
essentielle dans ces espèces.  Mais elle est quand même impliquée dans la 
régulation de la recombinaison au site dif pour la résolution des dimères 
chromosomiques  (Le Bourgeois et al., 2007).  En addition à ces différences, il n'y 
a pas de spécificité d’espèces telle qu'observée dans le cas du système classique 
(Le Bourgeois et al., 2007).  Ceci s'explique par le fait que le mécanisme 
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d'activation de XerS/difSL par FtsK diffère de celui permettant l'activation de 
XerCD/dif (Nolivos et al., 2010).  En effet, la translocation est nécessaire pour 
permettre une recombinaison efficace par XerS, alors que le sous-domaine  seul 
est suffisant pour activer XerD (Nolivos et al., 2010).  Cette translocation doit être 
dirigée vers difSL et doit permettre à FtsK d'atteindre le complexe XerS/difSL pour 
mener à l'induction de la recombinaison.  FtsKC est suffisant pour effectuer cette 
tâche, mais seulement des protéines FtsK liées au septum peuvent stimuler la 
résolution des dimères chromosomiques (Nolivos et al., 2010).  Malgré cela, il n'y 
a pas d'interaction similaire à celle observée dans le cas de FtsK/XerD (Nolivos et 
al., 2010).  Dans le cas de Lactococcus lactis, les KOPS sont très différents de 
ceux observés chez E. coli.  Il s’agit en fait d’un heptamère (5’-GAGAAG-3’) qui 
dirige la translocation de FtsK dans cette espèce et il n’y a pas de reconnaissance 
croisée des KOPS entre L. lactis et E. coli.  Cet heptamère présente plusieurs 
propriétés pouvant être associées aux KOPS.  En effet, son skew est encore plus 
élevé dans la région du site dif, la fréquence de sa présence est augmentée et il est 
surreprésenté dans la région (Nolivos et al., 2012).  Ceci indique que l’utilisation 
de séquences surreprésentées et ayant un skew est un phénomène répandu dans le 
monde bactérien.  Il permetterait de spécifier dans quelle direction certains 
endroits important du chromosome, tel que le terminus, se retrouvent.  Le nom 
général de ces séquences est AIMS, pour  Architecture Imparting Sequences  
(Hendrickson et Lawrence, 2006).  Sauf que les KOPS de E. coli, ainsi que les 
séquences Chi (voir section 2.1), ne rencontrent pas tous les critères pour être 
considéré comme des AIMS, contrairement aux SRS équivalant de B. subtilis 
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(Duggin et al., 2008).   Il y a deux possibilités pouvant expliquer la divergence des 
KOPS; soit le fait que les différents homologues de FtsK ont acquis de façons 
indépendantes leurs spécificités de liaison à l’ADN au cours de l’évolution ou que 
celle-ci a été modifiée au cours de l’évolution pour mieux s’adapter avec les 
propriétés générales du génome de la nouvelle espèce (Nolivos et al., 2012). 
 
Il existe aussi d’autres différences au niveau des protéines de la famille de FtsK 
pouvant être impliquée dans la résolution des dimères chromosomiques.  En plus 
de la translocase SpoIIIE (impliquée principalement dans la sporulation mais aussi 
dans la division végétative), qui facilite la recombinaison à dif sans y être 
essentielle, il y a une seconde protéine, SftA (anciennement appellée YtpT), qui 
est impliquée dans la ségrégation des chromosomes de B. subtilis (Lemon et al., 
2001; Biller et Burkholder, 2009; Kaimer et al., 2009).  SftA (pour Septum-
associated FtsK-like Translocase of DNA) est une translocase de la même famille 
que FtsK (incluant un sous-domaine ) mais qui a la particularité  de ne pas avoir 
de passage transmembranaire (Biller et Burkholder, 2009; Kaimer et al., 2009). 
Une comparaison de FtsK (de E. coli), SpoIIIE et SftA est présente dans la figure 
6.  SftA est ciblée tôt et conservée au septum par une interaction avec FtsZ et 
PBP2B, possiblement au niveau de son domaine N-terminal (Biller et Burkholder, 
2009; Kaimer et al., 2009).  Lorsque SftA est absente, il y a un plus grand nombre 
de bisection du chromosome par la membrane, et ceci est recA dépendant.  Ce 
phénomène l’implique directement dans la ségrégation des chromosomes, même si 
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la recombinaison est possible sans SftA et SpoIIIE (Sciochetti et al., 2001; Biller 




Figure 6: Schéma comparatif des structures de FtsK, SpoIIIE et SftA.  (Tirée de 




SftA facilite la résolution des dimères en rapprochant les sites dif (Kaimer et al., 
2011).  La recombinaison sera ensuite effectuée rapidement, puisque les 
recombinases sont déjà liées au site dif (Kaimer et al., 2011).  Mais les expériences 
actuelles ne permettent pas d'affirmer s'il y a une activation directe de RipX 
(XerD) par SftA (Kaimer et al., 2011).  En addition, un double mutant sftA et noc 
va filamenter, ce qui indique que SftA pourrait être impliquée dans l’assemblage 
de l’anneau Z et peut-être dans les étapes tardives de la division (Biller et 
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Burkholder, 2009).  Les fonctions des deux translocases de B. subtilis ne sont pas 
redondantes et elles n’agissent pas en même temps (Biller et Burkholder, 2009; 
Kaimer et al., 2009).   D’ailleurs, un double mutant sftA et spoIIIE va donner 
légèrement plus de cellules ayant des défauts de ségrégation, incluant de l’ADN 
prisonnier du septum, et sera moins compétitif qu'un simple mutant (Kaimer et al., 
2009; Kaimer et al., 2011).  Puisque la présence d'ADN au septum n’est pas 
visible en absence de seulement SpoIIIE, il semble que SftA ait comme tâche de 
déplacer l’ADN hors du septum en constriction.  Par contre, tout comme pour 
SpoIIIE, un double mutant de sftA et de smc (pour Structural Maintenance of 
Chromosome) est synthétique létal (Britton et Grossman, 1999; Kaimer et al., 
2009).  SpoIIIE est principalement impliquée dans la sporulation, mais est tout de 
même exprimée lors de la réplication végétative et va être localisée au septum à la 
toute fin de la division, à un moment ou SftA ne s’y retrouve plus (Foulger et 
Errington, 1989; Sharpe et Errington, 1995; Biller et Burkholder, 2009).  Il serait 
possible que ce soit la fusion des membranes qui soit le signal pour déplacer SftA 
et la remplacer par SpoIIIE, dont la présence nécessite que de l’ADN soit 
prisonnier des membranes (Kaimer et al., 2009).  Ceci indique que SftA agit en 
déplaçant l’ADN hors du site de division avant sa constriction et que SpoIIIE 
effectue la même tâche une fois le septum fermé (Kaimer et al., 2009).  Aussi, 
l’absence de SftA rend les cellules plus sensibles aux agents endommageant 
l’ADN.  Dans ce cas, l’effet est additionnel à celui de SpoIIIE (Kaimer et al., 
2009).  Puisque qu'un triple mutant sftA spoIIIE recA est moins compétitif qu'un 
simple mutant recA, il semble que les translocases ne servent pas seulement à aider 
à la résolution des dimères chromosomiques.  Elles aideraient aussi à retirer l'ADN 
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du septum en général (Kaimer et al., 2011).  À partir de cela, on peut déduire qu’il 
n’existe pas chez B. subtilis un système permettant d’arrêter la division lorsque 
l’ADN est pris au septum et que l’action de translocases est nécessaire pour y 
retirer l’ADN (Kaimer et al., 2009). 
 
Tout comme pour le FtsK de E. coli, SftA a été étudié in vitro.   Son domaine N-
terminal est essentiel pour l’hexamérisation et la protéine est soluble, ce qui est 
une première dans la famille FtsK (Kaimer et al., 2009).  L’hexamérisation est 
nécessaire pour la liaison à l’ADN, qui va activer la fonction d’ATPase de 
l’enzyme (Kaimer et al., 2009)  Mais les séquences permettant d'orienter la 
translocation par SftA n'ont pas encore été identifiées à ce jour.  Même si les 
données actuelles indiquent qu'il doit y avoir un mécanisme de type KOPS pour 
guider la protéine (Kaimer et al., 2011).  Par contre, les séquences guidant la 
translocation de SpoIIIE ont été identifiées (Ptacin et al., 2008).  Il s'agit d'une 
séquence nommée SRS-6 (5'-GAGAAGGG-3'), qui, tout comme les KOPS de E. 
coli, est reconnue par le sous-domaine  de la translocase et qui présente un skew 
(Ptacin et al., 2008). 
 
Il existe une correlation imparfaite entre le fait de vivre dans le sol et d’être 
associé aux plantes et celui de possèder deux paralogues de la famille FtsK.  En 
effet, ce phénomène a été observé in silico chez presque tous les Bacillus, 
Geobacillus, Listeria, Staphylococcus, Bartonella, Brucella, Agrobacterium, 
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Rhizobium, Sinorhizobium, Xanthobacter, Neisseria, Burkholderia et Ralstonia 
spp., et ce même s’il s’agit d’organismes très différents (Biller et Burkholder, 
2009).  Il a aussi été observé qu’il n’y a qu’un seul paralogue de FtsK dans le 
genre Clostridium, malgré le fait qu’il s’agisse d’un genre rapproché à Bacillus 
(Biller et Burkholder, 2009). 
 
1.2.4 FtsQ, FtsL et FtsB 
FtsQ, ainsi que son homologue probable chez B. subtilis, DivIB, est une protéine 
transmembranaire essentielle pour la division cellulaire.  Ceci est dû à son 
importance dans le recrutement d'autres protéines de division, et ce même si elle 
est peu présente (environ 22 copies par cellules) (revu dans Errington et al., 2003).  
Par contre, il existe des différences entre FtsQ et DivIB.  Celles-ci sont plus 
particulièrement liées au fait que des mutant divIB sont viables mais sensibles aux 
températures élévées et que le rôle probable de DivIB inclurait la protection de 
FtsL.  Cette protection servirait à empêcher la dégradation de FtsL à de plus hautes 
températures (revu dans Errington et al., 2003).   FtsQ/DivIB joue plusieurs rôles 
chez S. pneumoniae, étant impliqué à la fois dans les premières étapes de la 
division (formation du septum) et dans une étape tardive (dispersion des chaines). 
De plus, cela utilise deux fonctions distinctes de la protéine (Le Gouellec et al., 
2008).  Le premier rôle serait lié à sa capacité d’empêcher la dégradation de FtsL 
et le second serait que DivIB soit un acteur dans la synthèse de la paroi (Le 
Gouellec et al., 2008).  Il existe au moins un inhibiteur de FtsQ; soit DamX, une 
31 
 
protéine transmembranaire ciblée au septum (Arends et al., 2010).  Cette dernière 
aurait par contre plus qu’un simple rôle d’antagoniste, puisqu’elle participerait à la 
liaison de l’anneau Z directement au peptidoglycane, et ce même si DamX n’est 
pas essentiel (Arends et al., 2010).  Une autre protéine transmembraine, DedD, 
protègerait FtsQ de l’effet de DamX en compétitionnant pour leur localisation au 
divisome (Arends et al., 2010). 
 
FtsL est elle aussi une protéine transmembranaire essentielle, puisque la septation 
arrête rapidement en l’absence de la protéine.  Il existe un homologue de cette 
protéine chez B. subtilis, mais sa séquence primaire n’est pas très bien conservée.  
FtsL interagit avec une autre protéine possèdant une structure similaire, FtsB 
(DivIC de B. subtilis), pour former un complexe stabilisant ces protéines et 
permettant ainsi à celles-ci de jouer un rôle au niveau de la régulation de la divison 
(revu dans Errington et al., 2003).  Cette interaction se produit surtout grâce à 
l’interface entre les Leucine-Zipper présent sur les deux protéines (Robichon et al., 
2011).  FtsB et FtsL vont former un complexe avec FtsQ et cette interaction est 
essentielle pour l’accomplissement de leurs rôles dans la division.  L’association 
FtsB/FtsL/FtsQ se produit avant leur recrutement au septum et ne nécessite donc 
pas la présence d’autres protéines du divisome (Buddelmeijer et Beckwith, 2004). 
Ce complexe servirait de pont entre les protéines cytoplasmiques et périplasmiques 
du divisome et ce rôle serait conservé.  En effet, la présence d’homologues des 
membres de ce complexe est observée chez une multitude d’espèces bactériennes 
très variées (Gonzalez et al., 2010).  Il existe deux modèles expliquant la 
32 
 
composition exacte du complexe FtsB/FtsL/FtsQ.  Selon le premier modèle, il 
s’agit d’un hexamère composé de deux unités de chacune des protéines, tandis que 
dans le second modèle, ce complexe est trimérique (Villanelo et al., 2011). Dans la 
bactérie S. pneumoniae, ce complexe est  formé et présent au septum seulement 
durant une courte période qui corresponds à la synthèse du peptidoglycane et serait 
impliqué dans la régulation de cette synthèse (Noirclerc-Savoye et al., 2005).  
DivIC (FtsB) est toujours localisé au niveau du site de division, tandis que DivIB 
(FtsQ) et FtsL n’y sont que lors de la septation en tant que telle (Noirclerc-Savoye 
et al., 2005).  Les différentes interactions de FtsQ, FtsB et FtsI sont illustrées dans 
la figure 7.   
 
1.2.5 FtsW 
FtsW, membre de la famille SEDS (Shape, elongation, division and sporulation), 
est une protéine à 10 passages transmembranaires.  Son rôle est de cibler une 
protéine de type PBP (PBP-3 dans le cas de E. coli) à son site d’action (revu dans 
Errington et al., 2003).  Le recrutement de PBP-3 se fait par une interaction directe 
entre les deux protéines pour former un complexe PBP-3/FtsW, un peu comme ce 
qu’on observe pour FtsB/FtsL/FtsQ (Fraipont et al., 2011).  FtsW est aussi le 
transporteur qui permet la translocation du lipide II (un précurseur de la synthèse 
du peptidoglycane) et elle serait donc une «flippase» (Mohammadi et al., 2011).   
Il existe deux homologues de FtsW chez B. subtillis, SpoVE, qui est spécialisée 




FtsI (PBP-3) est membre de la famille des protéines liant la pénicilline et est 
impliquée dans la synthèse du peptidoglycane.  Par contre, elle affecte cette 
synthèse au niveau des nouveaux pôles de la cellule fille, et non au niveau de 
l’élongation (revu dans Errington et al., 2003).  Les PBP se sépare en deux 
grandes classes; celle des protéines à haut poids moléculaire (classe A), et celle 
des protéines à plus petits poids moléculaire (classe B). Les PBP de classe A 
possèdent à la fois une activitié transglycosylase et une activité transpeptidase.  De 
leur côté, les PBP de classe B possèdent seulement l’activitié transpeptidase (revu 
dans Errington et al., 2003).  FtsI est une PBP de classe B et elle est une protéine 
transmembranaire séparée en deux domaines.  Elle agirait à l’intérieur d’un 
complexe multi-protéique pour participer à l’assemblage de la paroi au septum.  
Chez B. subtilis, cette protéine se nomme PBP-2B et chez les Streptococcus elle se 
nomme PBP-2X (revu dans Errington et al., 2003).  Chez ces derniers, elle peut 
intéragir avec FtsA et FtsL tandis que pour le FtsI de E. coli il y a interaction avec 
FtsA, FtsB, FtsW, FtsQ et FtsK (Maggi et al., 2008). 
 
1.2.7 FtsN 
FtsN n’est pas très bien conservée entre les diverses espèces et des homologues se 
retrouvent seulement chez les entérobactéries et les Haemophilus.  FtsN est elle 
aussi une protéine transmembranaire et ses fonctions dans la division cellulaire 
sont concentrées dans son domaine C-terminal.  Elle serait impliquée dans le 
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clivage de certaines liaisons présentes dans la paroi cellulaire pour permettre 
l’initiation de la constriction (revu dans Errington et al., 2003; Goehring et 
Beckwith, 2005).  FtsN agirait aussi de façon coopérative avec FtsK pour stabiliser 
le divisome (Goehring et al., 2007).  Son activité essentielle est contenue dans un 
petit domaine de 35 acides aminés, même si cela exclu son domaine SPOR et son 
accumulation au niveau du divisome se produit avec une auto-stimulation.  Le 
domaine SPOR, ainsi nommé à cause de sa découverte chez des protéines 
impliquées dans la sporulation, est celui qui cible fortement la protéine au septum 
en reconnaissant un signal présent à cet endroit seulement pendant une courte 
période de temps (Gerding et al., 2009).  Avant son recrutement au septum, FtsN 
est présente sur toute la surface de la membrane et est inactive.  Une fois que FtsI 
se joint au septum, une fraction du nombre de FtsN va interagir avec le divisome, 
ce qui aura pour effet de stimuler une légère constriction et la synthèse de muréine 
septale.  Cette dernière est modifiée par différents enzymes, ce qui aura pour effet 
d’attirer plus de FtsN au septum.  La présence de FtsN va donc en s’amplifiant, ce 
qui va permettre la constriction de la cellule (Gerding et al., 2009). 
 
FtsN interagit directement avec FtsA, ce qui aurait pour effet de transmettre un 
signal à FtsZ qui servirait à coordonner la constriction de l’anneau Z à la synthèse 
de muréine au septum (Busiek et al., 2012).  Par contre, cette boucle de régulation 
n’est pas essentielle, ce qui est dû au fait qu’il existe d’autres interactions envoyant 
possiblement le même signal (FtsN-ZapA, FtsN-ZipA, Amidases-FtsZ via FtsEX). 
Cette redondance assure ainsi un meilleur contrôle de la division (Busiek et al., 
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2012). De plus, FtsN interagit avec PBP1B et est en mesure de stimuler son 




Figure 7: Schéma des interactions au niveau du divisome.  En A) Chez S. 
pneumoniae et en B) Chez E. coli.  Les flèches noires et pleines représentent des 
interactions conservées entre S. pneumoniae et E. coli.  Les flèches rouges et 
pointillées représentent des interactions spécifiques pour cette espèce.  (Les 
données proviennent de Maggi et al., 2008) 
 
 
1.3 Constriction  
Suite au bon assemblage de l’appareil de division, ce dernier effectue la 
constriction de la membrane cytoplasmique, de la paroi cellulaire et de la 
membrane externe (si présente).  Ce processus est différent selon les espèces (revu 
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dans Errington et al., 2003).  Chez E. coli, il y a une constriction graduelle de la 
partie cylindrique de la bactérie, tandis que chez B. subtilis, une nouvelle paroi est 
assemblée sans constriction concomitante de la cellule (revu dans Errington et al., 
2003).  La force nécessaire à la constriction provient d’un changement dans la 
structure de FtsZ (Erickson et al., 2010; Hsin et al., 2012).   Ce changement est dû 
à l’hydrolyse du GTP lié à FtsZ.  Cette hydrolyse a pour effet de mener à la 
formation d’un filament de GDP-FtsZ. Les interactions dans ce filament sont 
moins stables, ce qui donne lieu à une courbure dans le filament (Hsin et al., 
2012).  Ceci produit la force dirigeant la constriction (Hsin et al., 2012).  De plus, 
FtsZ est capable de produire une plus petite force en absence d’hydrolyse du GTP, 
ce qui explique certains phénotypes observés chez des mutants de FtsZ avec une 
activité hydrolytique très faible (Hsin et al., 2012). 
 
La synthèse de la nouvelle paroi séparant les deux cellules filles se produit en deux 
étapes.  Tout d’abord, il y a une synthèse de peptidoglycane au septum qui ne 
nécessite que la présence de FtsZ (revu dans den Blaauwen et al., 2008).  Il y a 
ensuite arrêt de la synthèse, qui va recommencer seulement lorsque tous les 
composants du divisome seront présents et que le signal de constriction est 
envoyé.  Cette nouvelle synthèse se produit vers l’intérieur de la cellule et est 
PBP-3 (FtsI) dépendante (revu dans den Blaauwen et al., 2008).  Les précurseurs 
nécessaires sont synthétisés par la glycosyltransférase MurG et par MraY.  MurG 
se localise au septum lors de l’assemblage du divisome tandis que la localisation 
de MraY est encore inconnue.  Mais les deux protéines sont essentielles chez E. 
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coli (revu dans Vollmer et al., 2008).  Dans le cas de S. pneumoniae, la 
coordination entre la constriction et la synthèse de la paroi nécessite la présence de 
PBP-3 qui agit non pas par interactions protéines-protéines, mais plutôt par son 
activité enzymatique au niveau du peptidoglycane (Morlot et al., 2004). 
 
Selon les théories actuelles, la membrane interne est déplacée par la force produite 
par FtsZ et potentiellement par la synthèse du peptidoglycane.  Par contre, 
l’invagination de la membrane peut être découplée de l’assemblage de la paroi, 
mais il faut que l’assemblage de la paroi ait été initié (Daniel et al., 2000).  Dans le 
cas des bactéries gram-négatif, il y a un besoin d’effectuer l’invagination de la 
membrane externe.  Pour ce faire, il existe plusieurs systèmes redondants, dont 
Tol-Pal.  Ce dernier consiste en au moins 5 protéines (TolA, TolB, TolR, TolQ et 
Pal) et stimule l’invagination de la membrane externe en ancrant celle-ci à la 
membrane interne et à la paroi (Gerding et al., 2007). Tol-Pal est ciblé au septum 
grâce à FtsN et il y a une série de cycle de liaison/relâchement qui permet donc 
une invagination coordonée (Gerding et al., 2007). 
 
1.4 Séparation des cellules 
Une fois les deux cellules entièrement formées, il faut une dernière étape pour les 
séparer; puisqu’elles sont encore reliées entre elles par leurs parois cellulaires.  
Pour ce faire, la cellule utilise des hydrolases de peptidoglycane (revu dans 
Vollmer et al., 2008). Dans le cas des bactéries gram-négatif, il y a plusieurs 
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amidases actives qui contribuent à la séparation des cellules.  Les plus importantes 
sont des membres de la famille LytC-type N-acetylmuramyl-L-alanine-amidases, 
soit AmiA, AmiB et AmiC (revu dans Vollmer et al., 2008).  Mais ces trois 
protéines n’ont pas exactement la même importance (revu dans Uehara et 
Bernhardt, 2011).  Il y a aussi 6 transglycosylases (Slt70, MltA, MltB, MltC, MltD 
et EmtA) et 3 endopeptidases (PBP4, PBP7 et MepA) qui contribuent au clivage 
du septum (revu dans Vollmer et al., 2008).  Ce système doit être bien régulé, car 
une suractivation des amidases va mener à la destruction de la paroi et à la mort de 
la cellule (revu dans Uehara et Bernhardt, 2011).  Cette régulation se produit par 
l’intermédiaire de protéines contenant un domaine LytM, soit EnvC et NlpD 
(Uehara et al., 2010).  EnvC va activer spécifiquement AmiA et AmiB tandis que 
NlpD est l’activateur de AmiC (Uehara et al., 2010).  Un contrôle supplémentaire 
se situe dans l’ordre de recrutement au septum de ces effecteurs.  La présence de 
deux systèmes d’hydrolases s’expliquerait par le fait que NlpD-AmiC serait 
optimisé pour les dernières étapes de la séparation des cellules.  Il y aurait donc un 
changement entre les systèmes EnvC-AmiAB et NlpD-AmiC durant les dernières 
étapes de la constriction (Peters et al., 2011). 
 
Malgré les différences au niveau de la composition de l’appareil de division et du 
mécanisme de constriction, les hydrolases de peptidoglycane sont aussi présentes 
chez les bactéries gram-positif.  Dans le cas de S. pneumoniae, la principale 
enzyme permettant la séparation des cellules filles est LytB (Vollmer et al., 2008).  
En effet, un mutant de lytB forme de longues chaînes de cellules pouvant être 
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séparées par l’addition de LytB purifiée (Vollmer et al., 2008).  Il y a aussi la 
protéine transmembranaire Pmp23, possèdant un domaine PECACE 
(PEptidoglycan CArbohydrate Cleavage Enzyme), qui est impliqué dans le 
métabolisme du peptidoglycane au septum (Pagliero et al., 2008). 
 
1.5 Ségrégation du chromosome 
 
1.5.1 Terminaison de la réplication 
Avant de pouvoir séparer ses deux chromosomes, il faut que la bactérie arrête la 
réplication de son ADN.  Une des méthodes utilisées est la «trappe à fourche de 
réplication» (replication fork trap).  Celle-ci est composée de séquences polaires 
(les sites Ter) permettant le passage de l’appareil de réplication dans une direction 
et le bloquant dans l’autre (revu dans Neylon et al., 2005; Duggin et al., 2008).  
Ces sites de 23 paires de bases sont asymétriques, avec une paire GC en position 6 
ainsi qu’une séquence de 13 paires de bases bien conservée.  De plus, ils sont 
présents en multiple copies sur le chromosome (voir figure 8 pour leurs positions) 
(revu dans Neylon et al., 2005).  Ils agissent par l’intermédiaire de la protéine Tus, 
qui va se lier aux sites Ter et bloquer la progression de DnaB.  Cette dernière étant 
l’hélicase responsable de séparer les brins d’ADN lors de la réplication (revu dans 
Neylon et al., 2005).  Il y un contact entre Tus et DnaB, et les interactions 
protéines-protéines seront différentes selon la face de Tus exposée, ce qui va 
déterminer s’il va y avoir arrêt ou non de DnaB (Bastia et al., 2008).  En addition à 
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cela, il y a un second mécanisme de secours pour mener à la terminaison de la 
réplication.  Lors de l’approche de DnaB vers le côté non-permissif du complexe 
Tus-Ter, il y a un changement de conformation de l’ADN qui fait en sorte que la 
cytosine conservée en position 6 va être déplacée.  Tus reste donc liée à l’ADN tel 
un cadenas et empêche alors la séparation des brins par DnaB (Mulcair et al., 
2006).  Lors qu’une seconde hélicase approche du côté permissif, le complexe 
bloqué Tus-Ter est déstabilisé, ce qui permet la réplication du site Ter (Mulcair et 
al., 2006).   Un système analogue existe chez B. subtilis, utilisant une protéine 
non-homologue nommée RTP (revu dans Duggin et al., 2008).  Mais des systèmes 
de ce type n'ont pas encore étudiés hors de ces deux bactéries modèles.   
 
Il n'y a pas de phénotypes visibles en l'absence de Tus ou de RTP (revu dans 
Duggin et al., 2008).  Sauf que lorsqu'il y a des mutations au niveau du système de 
résolution des dimères chromosomiques, le phénotype négatif dû à l'inactivation 
du système est exacerbé.  Ceci signifie que la terminaison aux sites Ter permet 
d'empêcher la surréplication qui mène à une augmentation du nombre de 
recombinaison menant à la formation de dimères (revu dans Duggin et al., 2008).  
Un autre rôle potentiel pour Tus serait d’aider le remplacement de l’ADN 
polymérase III par l’ADN polymérase I pour remplir les derniers trous dans 
l’ADN.  Tus empêche donc toute activité non désirée par l’ADN polymérase III 
lors de la fusion des fourches de réplication (Hiasa et Marians, 1994 et revu dans 
Duggin et al., 2008).  Ceci pourrait être combiné avec l’action de RecQ et de la 
topoisomérase III, qui sont impliquées dans la résolution des fourches de 
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réplication convergentes (Suski et Marians, 2008).  En plus de diminuer les risques 
de recombinaison non-désirée, la localisation du système de «trappe à fourche de 
réplication» dans la région du terminus minimiserait la séparation entre les deux 
sites dif et leur éloignement du site de division.  Cela diminuerait donc la quantité 
d’ADN devant être déplacée par FtsK pour aligner les sites dif (revu dans Duggin 
et al., 2008).  Il est aussi possible que les sites Ter servent à empêcher la 
réplication se produisant en direction d’oriC, car celle-ci serait donc en opposition 
avec la machinerie de transcription, ce qui pourrait avoir des effets négatifs (revu 




Figure 8: Positionnement des sites de terminaison, du site dif et d’oriC sur le 
chromosome de E. coli et de B. subtilis. Chez E. coli, les sites TerJ, TerG, TerF, 
TerB et TerC bloquent la réplication dans le sense horaire et les sites TerA, TerD, 
TerE, TerU et TerH bloquent la réplication dans le sens anti-horaire.  Chez B. 
subtilis, les sites TerIX, TerV, TerIII, TerI et TerII bloquent la réplication dans le 
sense horaire et les sites TerVIII, TerIV, TerVII et TerVI bloquent la réplication 
dans le sense anti-horaire.  (Tirée de Duggin et al., 2008, avec permission) 
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Il existe une seconde hypothèse sur la terminaison de la réplication.  Suite à des 
études bioinformatiques basées sur les biais de mutagenèse entre les deux brins, il 
a été proposé que la terminaison ne se produise pas aux sites Ter.  Elle se 
produirait plutôt à un endroit très rapproché du site de recombinaison dif 
(Hendrickson et Lawrence, 2007). Selon cette théorie, la terminaison par le 
système Tus/Ter servirait plutôt à arrêter les fourches de réplication produites lors 
d'évènement de réparation de l'ADN.  Mais le mécanisme de cette terminaison près 
de dif n'est pas encore précisé (Hendrickson et Lawrence, 2007).  Par contre, 
l'étude des intermédiaires de réplication au niveau des sites Ter et dif indique que 
la terminaison se produit aux sites Ter et qu'elle n'est pas observée au site dif  
(Duggin et Bell, 2009). De plus, une autre étude bioinformatique plus récente 
rapporte que l'hypothèse de la terminaison par Tus/Ter à différents endroits 
explique mieux le patron de skew observé que celle de la terminaison à un endroit 
unique près de dif  ainsi que celle de la terminaison par la simple fusion des 
fourches de réplication (Kono et al., 2012). 
 
1.5.2 Ségrégation 
La ségrégation du matériel génétique peut être divisée entre 3 activités plus ou 
moins distinctes, soit la résolution des dimères chromosomiques, la décaténation 




Comme il a été mentionné auparavant, la cause des dimères chromosomiques est 
une recombinaison homologue entre les deux chromosomes.  Cet évènement sera 
expliqué plus en détails dans la section 2.1 de cette thèse.  Le système Xer/dif est 
celui qui permet la résolution des dimères (Sherratt et al., 1995).  Ses propriétés, 
son mode d’action et ses variantes selon les espèces seront abordés dans la section 
3 de cette thèse. 
 
Lors de la réplication de l’ADN, il y a une accumulation de supertours positif à 
l’avant de la fourche de réplication qui peuvent diffusés et mener à la formation de 
précaténanes (revu dans Postow et al., 1999; Hardy et al., 2004).  L’accumulation 
de ceux-ci empêche la bonne séparation des molécules d’ADN et la bactérie doit y 
remédier.  La principale enzyme impliquée dans la décaténation est la 
topoisomérase IV.  Il s’agit d’une protéine composée de deux sous-unités, ParC et 
ParE  (Kato et al., 1990; Zechiedrich et Cozzarelli, 1995).  Elle est une 
topoisomérase de type II, ce qui signifie qu’elle va cliver les deux brins de l’ADN 
(revu dans Champoux, 2001).  La forme active de la topoisomérase IV est formée 
de deux ParC, ainsi que de deux ParE.  ParC est la sous-unité permettant la liaison 
à l’ADN, le clivage et la religation.  Les deux ParE vont hydrolyser l’ATP et aussi 
contribuer à la formation du site actif (Kato et al., 1992; Peng et Marians, 1993; 
Bahng et al., 2000).  Un autre rôle de la topoisomérase IV est la résolution des 
nœuds inter- et intramoléculaires se formant dans l’ADN et qui empêchent sa 
ségrégation.  En fait, la formation même de ces nœuds se produit par l’action de la 
topoisomérase IV lorsque la réplication est ralentie et que les deux molécules 
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ADN sont moins fortement entrelacées, et ils sont par la suite résolus par la 
topoisomérase IV (López et al., 2012).  Cette dernière joue aussi un rôle dans la 
régulation de la cohésion des chromatides sœurs, qui est maintenue par la présence 
de précaténanes (Wang et al., 2008).  Malgré l’importance des rôles remplis par la 
topoisomérase IV, celle-ci n’est pas universelle, puisqu’elle est absente de 
certaines espèces telles que Campylobacter jejuni et Helicobacter pylori (Ambur 
et al., 2009).  
 
Pour ce qui est de la ségrégation de l’ADN, elle peut se faire à deux niveaux, soit 
celui des plasmides (si présents) et celui des chromosomes (essentielle).  Dans le 
cas des plasmides, il existe une multitude de méthodes permettant une bonne 
ségrégation.  Celles-ci allant d’un système où seulement le haut nombre de copies 
assure la distribution du plasmide à un système utilisant des protéines liant le 
plasmide pour le déplacer au bon endroit (revu dans Ghosh et al., 2006).  
L’exemple le plus connu est celui des systèmes par.  Dans ceux-ci, la protéine 
ParB va se lier à l’ADN au niveau du site parS pour former une large structure 
composée de plusieurs dimères de ParB liés à l’ADN.  Cette structure va 
positionner les plasmides en paires.  Par la suite, une seconde protéine, l’ATPase 
de type Walker ParA, va se joindre au complexe et mener la séparation des 
plasmides (revu dans Schumacher, 2007; Schumacher, 2008).  Ces systèmes sont 
variés (dans certains cas ParA est remplacée par une protéine motrice de type 
actine nommée ParM qui va fonctionner en collaboration avec ParR liée à des sites 
parC) et plusieurs familles différentes existent (revu dans Schumacher, 2007; 
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Schumacher, 2008; Gerdes et al., 2010).  Certains plasmides, comme le 
pSM19035 vont produire plusieurs type de systèmes permettant leur ségrégation et 
propagation en même temps (revu dans Lioy et al., 2010). 
 
Pour ce qui est des chromosomes, la situation varie selon l’espèce; et à ce jour le 
phénomène de la ségrégation n’a été étudié en détails que chez certaines espèces.  
L’organisation même du chromosome peut varier beaucoup d’une espèce à l’autre, 
ce qui a une incidence directe sur le mode de ségrégation utilisé parmi les 
différentes possibilités (revu dans Toro et Shapiro, 2010; Mierzejewska et Jagura-
Burdzy, 2012; Possoz et al., 2012).  Dans le cas des Streptococcus, il y a un 
système similaire au système par des plasmides, mais avec certaines différences.  
La protéine ParB est présente chez l’espèce S. pneumoniae, ainsi que sa séquence 
cible parS (4 copies), mais il n’y a aucun homologue de ParA (Livny et al., 2007).  
La présence de deux des trois partenaires impliqués dans le système par classique 
suppose qu’il y a un système de ségrégation du chromosome, mais avec une 
troisième protéine différente.  De plus, l’accumulation de ParB à parS est 
détectable, et la position de parS (près de l’origine de réplication) concorde avec la 
théorie à propos de ce site (Minnen et al., 2011).  La troisième protéine impliquée 
dans la ségrégation est la condensine SMC, qui a déjà été impliquée dans la 
ségrégation du chromosome chez B. subtilis (revu dans Toro et Shapiro, 2010; 
Mierzejewska et Jagura-Burdzy, 2012; Possoz et al., 2012).  Les complexes SMC 
sont formés d’un dimère de SMC (MukB pour E. coli) et des protéines accessoires 
ScpA et ScpA (MukE et MukF pour E. coli) (revu dans Hirano, 2006; Strunnikov, 
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2006; Graumann et Knust, 2009).  Les SMC sont assemblés au niveau d’un 
domaine charnière situé entre les domaines N- et C-terminaux et ont l’apparence 
d’un V.  Les protéines accessoires vont se lier aux têtes du dimère de SMC, ce qui 
donne l’apparence de fermer le V (revu dans Hirano, 2006; Strunnikov, 2006; 
Graumann et Knust, 2009).  Les SMC sont des ATPases (des motifs de type 
Walker A et B sont présents dans les domaines C- et N-terminaux, respectivement) 
se liant à l’ADN et qui sont impliquées dans plusieurs phénomènes.  Ceux-ci sont 
la ségrégation, l’organisation du chromosome et la réparation de l’ADN (revu dans 
Hirano, 2006; Strunnikov, 2006; Graumann et Knust, 2009).  Tout comme chez B. 
subtilis, il y a recrutement des complexes SMC au niveau de parS grâce à la 
protéine ParB (Minnen et al., 2011).  En absence de cette dernière, il y va une 
formation de cellules anuclées, ce qui l’implique dans la ségrégation des 
chromosomes.  De plus, la quantité de cellules anuclées est la même dans un 
double mutant parB smc, ce qui indique que le rôle principal de ParB est de cibler 
SMC (Minnen et al., 2011).  Un second rôle de ParB pourrait être de lier la 
ségrégation des chromosomes à la division cellulaire, puisqu’une interaction avec 
DivIVA est détectable. Mais cette hypothèse n’a pas encore été explorée en 
profondeur (Fadda et al., 2007).  Malgré cela, ParB et SMC ne sont pas 
essentielles chez S. pneumoniae, et les mutants ont une croissance similaire à celle 
du type sauvage (en conditions de laboratoire).  Une situation différente de celle 
qui prévaut pour B. subtilis en cas d’absence du complexe SMC (Minnen et al., 
2011).  Il existe donc d’autres mécanismes permettant la ségrégation des 
chromosomes chez les Streptococcus. 
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Il est possible que ces mécanismes supplémentaires soit similaires à ceux observés 
chez E. coli, mais pour l’instant cela ne reste qu’une hypothèse.  Malgré le fait 
qu’il s’agisse d’un modèle expérimental très utilisé et très commun, la ségrégation 
du chromosome de E. coli est plutôt inhabituelle.  En effet, il s’agit d’une des rares 
bactéries à ne pas posséder de système de type par (Livny et al., 2007).  Une des 
hypothèses avancée est celle de la ségrégation menée par l’entropie.  Cette 
hypothèse se base sur le principe que l’ADN est un polymère qui doit s’auto-éviter 
et qui va donc être séparé sans besoin d’une machinerie active (Jun et Mulder, 
2006; Jun et Wright, 2010).  Selon cette théorie, les mécanismes de ségrégation tel 
que le système par ou les SMC ne serviraient qu’à créer des conditions plus 
adéquates pour la séparation par l’entropie.  Une second possibilité serait que 
ceux-ci ne permettre que la ségrégation du domaine ori (Jun et Mulder, 2006; Jun 
et Wright, 2010).  Il serait aussi possible que la protéine FtsK soit impliquée dans 
la ségrégation des chromosomes des Streptococcus, mais puisqu’elle est non 
essentielle et qu’elle est normalement active qu’au terminus, cela est loin d’être 
certain. 
 
Le système par est très problablement présent chez Campylobacter, puisque la 
bactérie H. pylori possède aussi un système par caractérisé et que la 
bioinformatique détecte la présence des membres du système chez C. jejuni (Lee 
et al., 2006; Livny et al., 2007).  La protéine Soj (de type ParA) de H. pylori voit 
son activité ATPase augmentée en présence de Spo0J (ParB) liée à parS.  Il existe 
au moins deux copies de parS ayant des séquences légèrement différentes chez 
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cette espèce.  Malgré le fait que la localisation cellulaire de Soj soit différente de 
celle observée dans B. subtilis, il est très probable que la ségrégation des 
chromosomes de H. pylori utilise un système de type par (Lee et al., 2006).  Il est 
aussi possible que la ségrégation par l’entropie soit aussi utilisée par H. pylori et 
C. jejuni.  Il est aussi important de se rappeler qu’il n’y a pas de topoisomérase IV 
permettant la décaténation chez ces espèces. 
 
La ségrégation du chromosome est organisée de façon à ce que le domaine 
contenant le terminus soit conservé au niveau du site de division plus longtemps 
que les autres domaines chromosomiques.   Cet arrangement facilite le travail de 
FtsK et la résolution des dimères chromosomiques (Bates et Kleckner, 2005; 
Wang et al., 2005; Nielsen et al., 2006; Espeli et al., 2008; Deghorain et al., 
2011).  Une des explications possible est déjà mentionnée plus haut, soit la 
présence de caténanes empêchant la bonne séparation des deux chromosomes.  La 
seconde explication est que l’organisation du terminus en un macrodomaine à 
l’aide de la protéine MatP remplit ce rôle.  Celle-ci se lie à l’ADN au niveau de 
sites matS distribués dans cette région et va être localisé au divisome par une 
interaction avec ZapB (Mercier et al., 2008; Espeli et al., 2012).  Le double mutant 
matP zapB a un plus grand effet qu’un simple mutant zapB, ce qui indique qu’il 
reste encore de l’inconnu à propos de ces protéines (Espeli et al., 2012).  Puisqu’il 
a été observé que la translocation de FtsK est en mesure de déplacer MatP liée à 
l’ADN, il est possible que cela ait un rôle physiologique où le passage de FtsK 
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permet à l’ADN du terminus de ne plus être restreint au site de division (Graham 
et al., 2010b). 
 
 
Section 2 : La recombinaison 
La recombinaison est un phénomène varié utilisant différents mécanismes pour 
remplir des tâches très importantes pour les bactéries.  Des exemples sont la 
réparation de l’ADN, la résolution des dimères chromosomiques et l’insertion 
d’ADN exogène pouvant apporter un avantage évolutif.  Il existe deux types de 
recombinaison, soit la recombinaison homologue et la recombinaison site-
spécifique.  Dans le premier cas, il s’agit d’un échange des brins d’ADN entre 
deux molécules sur une surface correspondant à l’homologie entre les deux 
séquences; tandis que pour le second l’échange s’effectue à un site ayant une 
séquence particulière reconnu spécifiquement par un enzyme qui va catalyser la 
réaction. 
 
2.1 La recombinaison homologue 
La principale protéine permettant la recombinaison homologue est RecA, une 
protéine multifonctionnelle cruciale pour la bonne santé de la cellule, et ce même 
si elle n’est pas essentielle pour la survie.  Par contre, 5 à 10% de ces cellules 
seront anuclées et non viables. Presque toutes les bactéries possèdent un 
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homologue de RecA.  Cette protéine est une ATPase qui se lie à l’ADN pour 
catalyser un échange de brins menant à la recombinaison homologue (revu dans 
Cox, 2007a; Cox, 2007b).  La structure de RecA est bien connue, puisqu’elle a été 
cristallisée sous plusieurs conditions et pour plusieurs espèces.  Elle est divisée en 
trois domaines, dont un domaine central dit le core domain (il s’agit du mieux 
conservé et de celui qui forme l’ATPase) (revu dans Cox, 2007a).  RecA 
s’assemble sur l’ADN en formant de longs filaments et ce de façon 
unidirectionnelle (en 3’ vers 5’); même lors de sa dissociation (5’ vers 3’ de 
l’ADN).  L’ADN qui est ainsi lié par RecA subit un changement de conformation 
qui devrait faciliter la recherche d’homologie et l’échange de brins subséquent 
(revu dans Cox, 2007a; Cox, 2007b).  Un peu d’hétérologie est tolérée en présence 
d’hydrolyse de l’ATP, et pas plus de trois brins peuvent être impliqués dans la 
même réaction au départ.  Par contre, il y a une possibilité pour un 4
e
 brin qui 
s’ajoute après le début de réaction si le brin monocaténaire du début de la réaction 
devient bicaténaire plus loin dans sa séquence (revu dans Cox, 2007b).  Plusieurs 
modèles existent par rapport à l’échange des brins, mais sont encore en attente de 
confirmation (revu dans Cox, 2007a).  Pour éviter la surrecombinaison, RecA est 
régulée de trois manières. Premièrement, l’expression du gène recA est contrôlée 
par la réponse SOS.  Deuxièment, RecA est en mesure d’autoréguler son activité 
par son domaine C-terminal.  Troisièmement, d’autres protéines ont aussi un effet 
sur RecA (revu dans Cox, 2007c).  L’action de RecA est stimulée par la présence 
de SSB, une protéine liant l’ADN monocaténaire; mais seulement si SSB n’est pas 
liée à l’ADN avant RecA.  La protéine RecX est un régulateur négatif de RecA 
bloquant son assemblage sur l’ADN, possiblement en s’y liant.  Parmi les autres 
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protéines agissant sur RecA, on retrouve RecFOR, qui sont importantes pour la 
réparation de l’ADN et qui aide le chargement de RecA lors de la réparation 
d’espace simple-brin (revu dans Cox, 2007a; Cox, 2007c).  RecBCD sont aussi 
impliquées dans la régulation de RecA, puisqu’elles sont en mesure de créer de 
l’ADN simple-brin pouvant servir de substrat pour la liaison de RecA (revu dans 
Cox, 2007c).  Plusieurs autres protéines sont aussi capables de contrôler l’activité 
de RecA et nécessitent des études plus approfondies (revu dans Cox, 2007c). 
 
Pour permettre la réparation de bris double-brin dans l’ADN, il faut l’activité de 
RecBCD.  Ces protéines vont préparer l’ADN à recevoir RecA et à être recombiné 
avec une copie homologue et intacte de l’ADN.  Ceci serait important lors de la 
terminaison de la réplication par Tus, qui causerait des bris double-brins 
nécessitant l’action de RecBCD (Horiuchi et al., 1994).   Le complexe va 
reconnaitre les extrémités libres de l’ADN et va s’y lier pour ensuite se déplacer 
sur l’ADN en séparant les deux brins.  RecB et RecD agissent comme hélicases 
permettant cette séparation.  L’utilisation de deux protéines motrices augmente la 
vitesse de séparation tout en permettant de passer outre certains dommages sur les 
deux brins de l’ADN  (revu dans Dillingham et Kowalczykowski, 2008).  Lors du 
déplacement initial sur l’ADN, c’est l’hélicase RecB qui est dominante (plus 
rapide) et qui effectue la dégradation des deux brins de l’ADN, mais en clivant 
plus régulièrement le brin ayant une extrémité 3’.  Il y a ensuite reconnaissance 
d’une séquence polaire nommée Chi par RecC, ce qui mène à un changement dans 
l’activité du complexe.  La séquence Chi est un octamère (5’-GCTGGTGG-3’) qui 
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est présent environ tous les 4,5 kb dans le génome de E. coli et qui démontre un 
skew très prononcé.  Une fois celle-ci reconnue, RecD devient l’hélicase 
dominante et RecB cesse la dégradation du brin 3’ pour augmenter celle du brin 
5’.  L’ADN simple brin forme alors une boucle et il y a chargement de RecA 
médié par RecB sur celui-ci (revu dans Dillingham et Kowalczykowski, 2008).  
Ceci permet donc la recombinaison homologue effectuée à l’aide de RecA.  Ce 
modèle remplace celui selon lequel RecB sépare les bris pour permettre la coupure 
par l’exonucléase RecD (revu dans Dillingham et Kowalczykowski, 2008).   
 
La situation est légèrement différente chez les bactéries gram-positif, qui utilise le 
système AddAB en remplacement de RecBCD.  AddAB serait possiblement 
spécialisé dans la réparation des bris double-brins survenus au niveau de fourches 
de réplications (revu dans Dillingham et Kowalczykowski, 2008).  Les deux 
protéines ont une activité nucléase, qui est égale sur les deux brins avant la 
reconnaissance de Chi.  Cette propriété diffère avec ce que l’on observe pour 
RecBCD.  Suite à cette reconnaissance, la dégradation du brin se terminant en 3’ 
cesse et la recombinaison procède selon le modèle de E. coli (revu dans 
Dillingham et Kowalczykowski, 2008).  Les protéines AddAB sont nommés 
RexAB chez les Streptococcus et remplissent un rôle équivalent à celui de 
RecBCD (Karoui et al., 1998). Pour ce qui est de C. jejuni, cette bactérie utilise 
aussi des homologues à AddAB et non à RecBCD  (Amundsen et al., 2008).     
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La recombinaison par RecA va donner naissance à des structures d’ADN spéciales 
nommées des jonctions d’Holliday.  Il s’agit d’une jonction mobile entre quatre 
brins d’ADN qui sert d’intermédiaire dans plusieurs réactions de recombinaison.  
Une des méthodes utilisées par la bactérie pour les résoudre est le complexe 
RuvABC (revu dans West, 1997).  Ce complexe assemblé en anneau autour de 
l’ADN est formé de RuvA et de RuvB, qui sont des protéines permettant de faire 
migrer la jonction d’Holliday, ainsi que de RuvC.  Cette dernière est une 
endonucléase qui en clivant l’ADN permet l’échange de brins nécessaire pour 
retrouver deux molécules d’ADN sans jonctions (Eggleston et al., 1997).  RuvA 
est la protéine qui reconnait spécifiquement la présence d’une jonction d’Holliday 
et va donc aider la formation du complexe (revu dans West, 1997).  RuvB agit 
comme hélicase avec une polarité 5’ vers 3’ et se déplace jusqu’à ce que le 
complexe atteigne une des séquences stimulant l’activité de RuvC (revu dans 
West, 1997).  Il existe deux possibilités finales découlant de la résolution de la 
jonction, et les brins qui seront clivés sont déterminés par l’orientation de 
RuvABC lors de son chargement sur l’ADN  (van Gool et al., 1999).  Les brins 
sont sélectionnés selon leur polarité, et le clivage par RuvC se produit sur deux 
brins de même polarité, laissant deux ADN bicaténaires séparés.  Les brins seront 
alors rejoints par une ligase (revu dans West, 1997).  RuvABC ne sont pas les 
seules protéines utilisées sur les jonctions d’Holliday par les bactéries.  L’hélicase 
RecG agit aussi au niveau des jonctions d’Holliday en permettant le déplacement 
des branches, mais ne serait pas parfaitement redondant avec RuvABC.  Elle 
aiderait entre autre à réinitialiser directement une fourche de réplication à partir 
d’une jonction d’Holliday (revu dans Sharples et al., 1999; Briggs et al., 2004).  
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Dans le cas de B. subtilis, RecG serait aussi impliquée dans la ségrégation des 
chromosomes en favorisant la résolution des jonctions d’Holliday dans le sens ne 
formant pas de dimères chromosomiques nécessitant la recombinaison au site dif 
(Sanchez et al., 2007).  La protéine d’origine phagique RusA est une molécule 
s’assemblant en dimère et pouvant résoudre les jonctions d’Holliday.  Elle 
utiliserait probablement RecG pour effectuer la migration des branches dans le but 
d’identifier son site de clivage (revu dans Sharples et al., 1999).  Dans les 
Streptococcus, il n’y a pas d’homologue de RuvC, malgré la présence 
d’homologue de RuvAB, et il est donc possible que RusA soit le système principal 
de résolution des jonctions d’Holliday (Sharples et al., 1999).  Les jonctions 
d’Holliday peuvent aussi être résolue par la réplication de l’ADN (Loot et al., 
2012).  Dans certains cas, les jonctions d’Holliday sont produites par la 
recombinaison site-spécifique et sont résolues de la même façon. 
 
Une des possibilités de la résolution d’une jonction d’Holliday est un crossing-
over de l’ADN (voir figure 9).  Malgré une possibilité théorique de 50%, ces 
crossing-over sont observés dans des proportions variables selon le type de 
substrats utilisé par RuvABC (Cromie et Leach, 2000).  Ces échanges d’ADN 
peuvent se produire plusieurs fois dans une cellule, et lorsque le nombre total est 
impair, il y a formation de dimères chromosomiques.  Ceci se produit dans environ 
15% des bactéries (Steiner et Kuempel, 1998b; Steiner et Kuempel, 1998a).  Les 
dimères chromosomiques sont néfastes pour les bactéries, puisqu’elles ne semblent 
pas en mesure de reconnaitre la présence d’ADN non ségrégés au septum et vont 
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donc guillotiner l’ADN, ce qui est létal dans la grande majorité des cas (Hendricks 




Figure 9: Les deux voies de résolution des jonctions d’Holliday formées lors de la 






2.2 La recombinaison site-spécifique 
Selon une des définitions les plus strictes, la recombinaison site-spécifique 
implique deux ADN et une recombinase spécialisée.  Cette recombinase va 
reconnaitre un site sur les ADN pour ensuite les cliver, échanger les brins et 
effectuer la ligation finale avec une conservation de l’énergie contenue dans le lien 
phosphodiestère (Grindley et al., 2006).  Il y a trois possibilités de réaction, soit 
l’intégration, l’excision et l’inversion.  Le type de réaction dépend du 
positionnement des sites de recombinaison avant la réaction (voir la figure 10) 
(Grindley et al., 2006).  L’intégration se produit lorsque les sites de recombinaison 
sont sur des molécules différentes, tandis que les réactions d’excision et 
d’inversion résultent toutes deux d’une recombinaison sur la même molécule.  La 
différence finale découle de l’orientation des sites de recombinaison.  Une excision 
ayant lieu si les sites sont têtes à queues et une inversion si les sites sont têtes à 
têtes (Grindley et al., 2006).  Ces trois types de réactions permettent donc à la 







Figure 10: Les trois types de réaction de recombinaison à site-spécifique.  
(Adaptée de Grindley et al., 2006) 
 
 
Les recombinases site-spécifiques peuvent être divisées en deux grandes familles 
selon le type d’acide aminé étant au centre de leur activité catalytique.  Il s’agit des 
sérine recombinases et des tyrosine recombinases, qui ne sont pas reliées 
phylogénétiquement et très distinctes dans leur mécanisme d’action (voir Tableau 











Tableau 1 : Caractéristiques des différentes recombinases à site-spécifique.  
(Adapté de Hirano et al., 2011) 
 Tyrosine recombinases Sérine recombinases 
Acide aminé 
catalytique 
Tyrosine (Lien 3’ 
phosphotyrosine avec 
l’ADN) 




Formation et résolution 
d’une jonction d’Holliday 
Rotation de 180º et religation 
































Taille de la 
protéine 
~300 à 400 
acides 
aminés 
















( et Tn3) 
Inversion 
bidirectionnelle 





~250 bp attP 
et 
~25 bp attB 
Identiques 
34 bp loxP 
(Cre) 




114 bp res  
( et Tn3) 
26 bp hixL et 
hixR (Hin) 
34 bp gix (Gin) 
Non-
identiques 






IHF et Fis 
Aucun Oui ou Non 
Aucun ( et 
Tn3) 
FIS et HU  















2.2.1 Les sérine recombinases 
Il existe beaucoup de variabilité au sein de cette famille, qui contient entre autre le 
groupe des résolvases/intégrases et celui des sérine recombinases larges.  La taille, 
allant de 180 à 800 acides aminés, ainsi que la structure de chacun des groupes de 
cette famille de recombinases sont très différentes.  Parfois le domaine de liaison à 
l’ADN se situe en C-terminal et à d’autres occasions il est en N-terminal. 
Cependant, la structure du site actif de recombinaison est conservée (revu dans 
Smith et Thorpe, 2002; Grindley et al., 2006).  Les principales sérine 
recombinases étudiées sont la résolvase la résolvase Tn3, l’invertase Hin et 
l’invertase Gin.  Comme pour la majorité des recombinases sites spécifique, les 
sérine recombinases vont reconnaitre une séquence d’ADN de 20 à 30 paires de 
base contenant une répétition inversée, qui peut être imparfaite.  Elle va être liée 
par un dimère de recombinase et être recombinée avec un autre site identique.  
Dans certains cas, d’autres séquences sont nécessaires et permettent soit des 
liaisons additionnelles de la recombinase ou la liaision de facteurs accessoires 
stimulant et contrôlant la réaction.  Bien que ces facteurs accessoires ne sont pas 
impliqués dans la catalyse de celle-ci (revu dans Grindley et al., 2006; Smith et al., 
2010; Stark et al., 2011).  Un exemple de ces facteurs est la protéine Fis, qui est 
nécessaire pour l’inversion catalysée par Hin (Johnson et al., 1986).  Suite à la 
liaison à deux molécules d’ADN de quatre recombinases, il y a formation d’un 
complexe synaptique où l’ADN serait vers l’extérieur et les protéines au centre.  
Les recombinases vont donc cliver chacune un brin différent pour former un 
intermédiaire phosphoserine entre les extrémités 5’ de l’ADN et les protéines.  Ces 
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clivages sont espacés de façons à ce qu’il y ait deux bases non pairées à 
l’extrémité 3’ du bris.  En plus de la sérine catalytique, trois arginines et une 
aspartate sont nécessaires pour le bon fonctionnement de la réaction.  Il y a ensuite 
une rotation de 180º d’un des côtés du complexe et ligation de l’ADN.  Cette 
ligation est catalysée par la recombinase selon la réaction inverse de celle menant 
au clivage.  Les bases non appariées serviraient pour s’assurer que la rotation 
s’arrête après 180º tout en contrôlant la direction de la recombinaison (revu dans 





Figure 11: Mécanisme d’action des sérine recombinases. (Tirée de Hirano et al., 







2.2.2 Les tyrosine recombinases 
L’autre grande famille des recombinases site-spécifiques est celle des tyrosine 
recombinases, aussi connues sous le nom d’intégrases.  Malgré ce nom, ces 
protéines sont en mesure d’effectuer plusieurs actions sur l’ADN puisqu’elles 
peuvent être impliquées dans l’intégration, l’excision et l’inversion (revu dans 
Grindley et al., 2006).  Cette famille est très répandue dans la nature, étant 
présente chez les bactéries, les levures et aussi chez les rétrotransposons (Nunes-
Düby et al., 1998; Poulter et Goodwin, 2005).  Malgré des différences au niveau 
de la structure et du mécanisme, certains éléments sont conservés dans toutes les 
tyrosine recombinases.  Quatre acide aminés (R-H-R-Y), incluant la tyrosine 
active, sont conservés dans toute la famille et servent à la formation du site actif.   
Ceux-ci sont concentrés dans des motifs qui varient peu d’une recombinase à 
l’autre, et ce malgré des divergences dans le reste de la protéine (Nunes-Düby et 
al., 1998).  Le domaine C-terminal est le mieux conservé et il contient les éléments 
essentiel pour la recombinaison (revu dans Gopaul et Van Duyne, 1999).  Les 
membres les plus étudiés sont l’intégrase du phage , Cre du phage P1, Flp du 






Figure 12: Mécanisme d’action des tyrosine recombinases.  (Tirée de Hirano et al., 
2011, avec permission) 
 
 
Les tyrosine recombinases reconnaissent l’ADN à des séquences spécifiques qui 
sont normalement d’une taille de 11 à 13 paires de bases.  Ces sites de liaisons 
sont associés en tandem, inversés un par rapport à l’autre et séparés par une région 
centrale de six, sept ou huit paires de bases.  Celle-ci doit être identique à celle de 
la seconde séquence impliquée dans la réaction, mais qui n’est pas conservée outre 
cela (revu dans Grainge et Jayaram, 1999; Grindley et al., 2006).  Dans le cas d’un 
espacement de six paires de bases, les phosphates qui seront clivés sont presque 
superposés si l’on regarde avec le centre de l’hélice comme axe.  Si l’espacement 
est plus large, il y aurait donc un décalage de 32º ou 72º entre les phosphates (revu 
dans Grainge et Jayaram, 1999).  Peu importe le type de recombinase, la liaison à 
ces sites principaux se produit de la même façon.  La protéine se lie par son 
domaine C-terminal et prends une forme de croissant autour de l’ADN.  Elle 
interagie alors simultanément avec le petit et le grand sillon de l’ADN (revu dans 
Grainge et Jayaram, 1999; Grindley et al., 2006).  Dans certains cas, entre autre 
pour celui de l’intégrase , il y a d’autres sites liés par la recombinase; mais par 
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son domaine N-terminal.  Ces sites se nomment des arm sites et permettent de 
réguler la réaction en affectant sa directionalité et son efficacité (revu dans 
Radman-Livaja et al., 2006).  En addition à ces liaisons secondaires, certains 
facteurs cellulaires, par exemple Xis, vont se lier à l’ADN pour le courber et ainsi 
positionner l’ADN de façon adéquate pour que la recombinaison ait lieu (revu 
dans Radman-Livaja et al., 2006).  La direction de la recombinaison par 
l’intégrase  (intégration ou excision) dépend donc de quel facteurs accessoires 
sont présent dans la cellule selon les conditions de croissance.  Une fois liées à 
l’ADN, les protéines vont former un complexe tétramérique qui va mener au 
clivage.  Cette étape est contrôlée par le fait que seulement la moitié des 
recombinases présentes au complexe synaptique vont être active à un temps donné 
(revu dans Grindley et al., 2006).  Les méthodes utilisées pour contrôler l’activité 
varient selon les types de recombinases.  Dans le cas de l’intégrase , ceci est 
accompli par le positionnement de la tyrosine catalytique dans le complexe à l’aide 
des interfaces entre les protéines, ainsi que par son extrémité C-terminale.  Cette 
dernière bloque l’activité catalytique lors que la protéine n’est pas assemblée en 
complexe (revu dans Grindley et al., 2006).  L’ADN est clivé par une réaction de 
transestérification où la tyrosine agit comme nucléophile et brise le pont 
phosphodiestère de l’ADN.  Il y a donc formation d’un intermédiaire covalent 
phosphotyrosine avec l’extrémité 3’ de l’ADN, tout en laissant un hydroxyl libre 
en 5’.  L’énergie présente dans le lien phosphodiestère est conservée dans la 
phosphotyrosine.  Il y a ensuite échange des brins qui se produit par l’attaque des 
phosphotyrosines du brin opposé par les hydroxyl 5’, ce qui mène à la formation 
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d’une jonction d’Holliday (revu dans Grindley et al., 2006).  Dans la majorité des 
recombinases la tyrosine active est fournie en cis; mais dans le cas de Flp, celle-ci 
provient d’un second monomère lié à l’ADN pour effectuer un clivage en trans 
(les types de clivages en trans sont illustrés dans la figure 13) (revu dans Grainge 




Figure 13: Les différents modes de clivage en trans d’une tyrosine recombinase.  
En A) sur des ADN linéaires et en B) sur une jonction d’Holliday.  La flèche 1 
correspond au clivage trans horizontal, la flèche 2 au clivage trans vertical et la 
flèche 3 au clivage trans diagonal.  (Tirée de Lee et al., 1999, avec permission). 
 
 
La tyrosine n’est pas le seul acide aminé impliqué dans cette réaction.  Les autres 
acides aminés conservés formant le site actif (RHRH/W) ainsi qu’une lysine 
supplémentaire sont aussi impliqués dans cette réaction chimique. Il s’agit de la 
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même réaction que celle effectuée par les topoisomérases de type IB, mais avec un 
échange de brin en plus (revu dans Grainge et Jayaram, 1999; Grindley et al., 
2006).  Leurs rôles exacts ne sont pas tous déterminés, mais ils participeraient à 
des échanges de protons et des ponts hydrogènes permettant l’attaque 
nucléophilique.   Il serait aussi possible que certains acides aminés soient plutôt 
utilisés pour organiser le site actif et non agir au niveau de l’ADN.  Par contre, il 
existe des différences entre les recombinases, puisque pour certaines la première 
arginine est absente et que certaines substitutions sont possibles (revu dans 
Grainge et Jayaram, 1999; Gibb et al., 2010).  L’échange de brins ne serait pas 
seulement dû au clivage lui-même.  En effet, une courbure introduite dans l’ADN 
lors de la liaison des protéines donnerait l’énergie nécessaire pour échanger les 
brins (revu dans Grainge et Jayaram, 1999).  La formation de la jonction 
d’Holliday impliquerait un transfert de trois nucléotides à la fois, qui serait l’étape 
où l’homologie de séquence est cruciale.  Mais ce modèle est plus difficilement 
applicable pour des sites ayant des espacements de plus de six nucléotides.  
Puisqu’il y a des différences dans les tailles des espacements selon les 
recombinases, le modèle actuel nécessite encore des ajustements (revu dans 
Grainge et Jayaram, 1999).  Mais il semble qu’il va y avoir une légère migration 
des branches qui sera proportionnelle à la taille de l’espacement (Voziyanov et al., 
1999).  Malgré l’importance de l’homologie de séquences entre les régions 
centrales dans le modèle d’action des tyrosine recombinases, il existe des 
exceptions.  En effet, des recombinases comme Tn916, Tn1545 Int, IntDOT et 
IntN1 ne dépendent pas de l’homologie pour compléter leur réaction.  Dans le cas 
de IntN1, l’hétérologie de séquences va même stimuler la recombinaison (revu 
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dans Rajeev et al., 2009).  La jonction d’Holliday est plate, puisque tous les 
phosphates clivables se situent sur le même plan.  Elle subit alors une 
isomérisation qui active les monomères inactif et vice-versa (voir la figure 14 pour 
une illustration de l’isomérisation).  Ce changement de conformation est assez 
limité, puisqu’il peut se produire sans grand réarrangement du complexe protéique 
(revu dans Gopaul et Van Duyne, 1999; Grainge et Jayaram, 1999; Grindley et al., 
2006). La présence de arm sites affecte aussi l’échange des brins, puisqu’elle 
affecterait l’isomérisation de la jonction d’Holliday en favorisant une 
conformation permettant que le second échange de brin qui complète la réaction 
soit préféré à la réaction inverse qui reformerait les ADN d’origine (revu dans 
Radman-Livaja et al., 2006).  Suite à l’isomérisation, le second échange de brin a 








Figure 14: Modèle de l’isomérisation des jonctions d’Holliday.  Les recombinases 
ne sont pas représentée pour rendre l’image plus claire.  Les sphères représentent 




Puisque les systèmes Xer des Streptococcus et des -protéobactéries telles que C. 
jejuni utilisent des recombinases de la sous-famille des recombinases simples (qui 
sont bidirectionnelles et qui n’ont pas de arm sites), il est pertinent d’élaborer au 
sujet des deux autres recombinases les plus connues de ce groupe, soit Cre et Flp. 
 
2.2.2.1 Cre 
 La recombinase Cre du phage P1 agit au niveau du site loxP présent en deux 
copies sur l’ADN phagique et permet sa circularisation lors de son entrée dans 
l’hôte.  Cette circularisation recA-indépendante lui permet de rester dans la 
68 
 
bactérie en tant que prophage plasmidique.  Cre sert aussi dans la ségrégation du 
prophage en effectuant sa monomérisation lorsqu’il est sous cette forme (Austin et 
al., 1981; Sternberg et Hamilton, 1981; Sternberg et al., 1981a; Abremski et al., 
1983; Sternberg et al., 1986). L’expression de cette protéine de 343 acides aminés 
se produit à l’aide de trois promoteurs, dont un qui est sensible à la méthylation et 
un autre qui est inefficace puisque l’ARN messager produit par la transcription 
débutant à celui-ci n’a pas de sites de liaisons pour les ribosomes (Sternberg et al., 
1986).  L’activité de ces promoteurs varie de 7 à 10% de celle de l’opéron 
galactose et ils ne sont pas régulés par des protéines exprimées par le phage P1 
(Sternberg et al., 1986).   
 
La structure de Cre est bien connue, puisque plusieurs cristaux ont été obtenus 
dans de multiple conditions (Guo et al., 1997; Gopaul et al., 1998; Guo et al., 
1999; Guo et al., 2000; Martin et al., 2002; Baldwin et al., 2003; Ennifar et al., 
2003; Martin et al., 2003; Ghosh et al., 2007; Gibb et al., 2010). Un exemple peut 
être observé dans la figure 15.  Ces structures montrent que la protéine est formée 
de 14 hélices alpha (A à N), de cinq feuillets béta ainsi que de plusieurs régions 
non-organisées.  La plupart de ces structures sont conservées et sont impliquées 
dans la réaction de recombinaison.  Par contre, l’hélice A n’est pas conservée dans 
la famille des tyrosine recombinases et peut être mutée par insertion sans affecter 
la recombinaison.  Son rôle serait au niveau d’interactions protéines-protéines qui 
ont lieu même si l’hélice A est déformée (Petyuk et al., 2004).  De plus, les 12 
premiers acides aminés de Cre, précédant l’hélice A, ne sont pas importants pour 
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la recombinaison (Petyuk et al., 2004). Outre les régions organisées, certaines 
régions non-organisées sont importantes pour l’activité de Cre.  Les espaces entre 
les hélices A et B, E et F et M et N ainsi qu’entre le feuillet 3 et l’hélice I seraient 
impliqués dans le bon fonctionnement de la protéine, et ce même s’ils ne 
contiennent pas de résidus catalytiques conservés (Petyuk et al., 2004).   Le site 
actif de Cre est similaire à celui des autres tyrosine recombinases (REKHRHY), 
mais la seconde histidine est remplacée par un tryptophane (donnant donc 
REKHRWY) (Nunes-Düby et al., 1998).  Dans le cas de Cre, seulement la lysine 
et la tyrosine sont absolument essentiel pour qu’il y ait recombinaison.  Ce qui 
signifie que la présence d’un nucléophile et d’un acide général pour activer le 
groupement 5’-hydroxyl est nécessaire pour la réaction (Gibb et al., 2010).  Les 
deux arginines sont impliquées à la fois dans le clivage et la ligation en échangeant 
de rôle selon la réaction à accomplir (Gibb et al., 2010).  La nature des trois autres 
acides aminés formant le site actif est moins importante, car plusieurs substitutions 
sont tolérées, mais sont quand même impliquées dans la réaction et la stabilisation 




Figure 15: Structure d’un monomère de Cre lié à l’ADN.  (Tirée de Gopaul et al., 
1998, avec permission) 
 
 
La recombinaison par Cre peut se produire entre deux sites loxP, mais aussi entre 
un site loxP phagique et un loxB bactérien. Cette dernière réaction donnenaissance 
aux sites loxL et loxR suite à l’insertion du prophage, mais elle est beaucoup moins 
efficace (Sternberg et al., 1981b).  L’intégration à loxB peut se faire dans les deux 
orientations.  La réaction loxL x loxR est elle aussi inefficace, ce qui fait en sorte 
que le plasmide reste intégré de façon stable.  Ceci est lié au fait que loxL et loxP 
sont beaucoup plus efficace comme substrats de recombinaison. Il peut aussi y 
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avoir une seconde intégration qui déplace le premier prophage suite à deux 




Figure 16: Séquence double-brin du site loxP.  Les nucléotides sont identifiés 
allant de -17 à +17 avec le centre du site comme point 0.  
 
 
Le site loxP (voir figure 16) est constitué de deux répétitions inversées de 13 
paires de bases séparées par huit paires de bases (la région centrale).  Quant à 
loxB, il possède des séquences inversées plus courtes ayant une homologie 
incomplète, ce qui expliquerait sa moins bonne efficacité de recombinaison (Hoess 
et al., 1982).  Cre n’a pas besoin de facteurs accessoires ou de cofacteurs qui 
ajoute de l’énergie (même si le MgCl2 aide la recombinaison).  Elle peut lier 
l’ADN contenant les 34 paires de bases de loxP et y former des complexes 
covalents sans que le niveau de surenroulement affecte la réaction in vitro.  Mais 
la situation in vivo est différente, puisque le surenroulement négatif stimule la 
recombinaison par Cre (Abremski et Hoess, 1984; Hoess et al., 1984; Adams et 
al., 1992).  De plus, la présence de PepA et ArgR, deux protéines servant de 
facteurs accessoires pour la recombinaison de Xer au site cer, est nécessaire pour 
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le maintien du prophage P1 in vivo (Paul et Summers, 2004). Il a été suggéré que 
ces protéines seraient impliquées dans la résolution des dimères du prophage 
plasmidique, et qu’un site de liaison à ArgR se situerait à proximité de loxP (Paul 
et Summers, 2004).  Mais ces hypothèses ont été plus tard infirmées, et l’impact de 
PepA et ArgR sur la stabilité du prophage P1 n’est pas causé par l’action de ces 
protéines sur la recombinaison à loxP.  De plus, le site potentiel de liaison par 
ArgR n’est pas reconnu par la protéine (MacDonald et al., 2008).  La liaison de 
Cre se fait deux molécules par loxP et de multiples contacts protéine-ADN 
protègent toute la surface du site de la dégradation par les radicaux libres.  Les 25 
kDa en C-terminal recouvrent les répétitions inversées mais pas l’espaceur, qui est 
plutôt protégé par le reste de la protéine de 38,5 kDa (Hoess et Abremski, 1984; 
Hoess et al., 1990; Mack et al., 1992; Guo et al., 1997).  Cre est capable de 
différencier loxP de sites similaires en partie grâce à la glutamine en position 262. 
Celle-ci a une interaction négative avec l’ADN et diminue la liaison de Cre à 
l’ADN.  Ceci a pour effet de créer un seuil minimal d’affinité pour qu’il y ait 
liaison puis recombinaison (Gelato et al., 2006).  De plus, si Cre se lie a un 
substrat pour lequel il possède moins d’affinité, l’assemblage se fera dans un mode 
alternatif qui va diminuer l’activité de la protéine (Gelato et al., 2006).  La liaison 
est coopérative, ce qui signifie que la présence d’une protéine sur l’ADN va 
faciliter la liaison de la seconde et que la dissociation du dimère ainsi formé est 
plus lente que celle d’un monomère.  Cette coopérativité est stimulée par la 
présence de cations multivalents (Ringrose et al., 1998b; Rüfer et al., 2002).  Cre 
se lie à l’ADN en prenant une forme de C autour de l’ADN (voir figure 15), même 
lorsque celui-ci est sous forme de jonction d’Holliday.  Elle va alors introduire une 
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courbure dans l’ADN qui influence la directionnalité de la recombinaison (Gopaul 
et al., 1998; Guo et al., 1999; Lee et al., 2003).  Cette forme fait en sorte que les 
deux domaines de Cre sont impliqués dans la liaison à l’ADN (Hartung et Kisters-
Woike, 1998).  La courbure a aussi comme effet de désapparier les bases au centre 
de celle-ci ce qui va avoir un effet sur le clivage.  Ce point central n’est pas au 
milieu de la séquence de l’espaceur.  En effet, l’asymétrie de cette séquence va 
affecter la forme de la courbure (Guo et al., 1999; Ennifar et al., 2003; Lee et al., 
2003).  De plus, les multiples points de contact entre Cre et loxP prédits par la 
structure cristalline ont été confirmés expérimentalement (Guo et al., 1997; 
Hartung et Kisters-Woike, 1998).  Parmi ces points de contact, celui formé par 
l’arginine en position 259 est un des plus cruciaux, puisqu’un mutant à cette 
position perd son affinité de liaison (Kim et al., 2001).  Au niveau de l’ADN, ce 
sont les nucléotides en positions -6/+6 et -10/+10 qui sont les plus importants dans 
la reconnaissance de loxP par Cre (Hartung et Kisters-Woike, 1998).  Le 
nucléotide en position -10/+10 se situe dans le sillon majeur de l’ADN et est celui 
qui interagit avec l’arginine 259.  Ce qui permet donc la formation de ponts 
hydrogène entre l’ADN et la protéine dans une interaction de type hélice 
alpha/sillon majeur (Kim et al., 2001).  La formation de la synapse se produit 
grâce à trois interactions entre les deux recombinases liées à la même molécule 
d’ADN et grâce à deux interactions entre les monomères sur des molécules 
différentes.  Ces interactions se produisent surtout par contact entre les hélices 
alpha de Cre, et ce de manières différentes si la protéine va effectuer le clivage ou 
non (Guo et al., 1997; Gopaul et al., 1998; Gopaul et Van Duyne, 1999; Guo et 
al., 1999).  La région nommée le E/F-linker, qui connecte le domaine N-terminal 
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(qui se termine à la fin de l’hélice E) au domaine C-terminal (qui débute dans 
l’hélice F) serait impliqué dans un changement conformationel qui activerait la 
protéine lors de sa liaison à l’ADN.  Le E/F-linker serait flexible et masquerait le 
site actif lorsque la protéine est en solution. Une fois Cre liée à l’ADN, cette 
région va découvrir le site actif pour permettre la recombinaison (Lee et Sadowski, 
2003a).  Son importance est aussi visible par le fait que des insertions de 
pentapeptide dans cette région inactive la protéine (Petyuk et al., 2004).  Pour qu’il 
y ait une synapse productive, les deux sites doivent être en orientation 
antiparallèles.  Ceci va mener à la formation d’un complexe presque plat à deux 
axes de symétrie (Ennifar et al., 2003).  L’orientation est importante et est 
déterminée par la protéine, car elle reste antiparallèle même lorsque le site loxP est 
symétrique (Grainge et al., 2002).  De plus, le pH a un influence sur la synapse, 
puisque celle-ci se déstabilise lorsque le pH est alcalin (Ghosh et al., 2007).  La 
formation d’un complexe synaptique par Cre est nécessaire seulement lors de la 
réaction sur les ADN séparés, puisqu’il existe des mutants ne pouvant pas initier le 
premier échange de brins mais pouvant résoudre la jonction d’Holliday (Hoess et 
al., 1987).    
 
La recombinaison intramoléculaire est plus efficace que celle intermoléculaire, 
possiblement à cause d’interactions protéines-protéines différentes.  De plus, Cre 
est préférentiellement une résolvase in vivo qui agit stoechiométriquement 
(Abremski et Hoess, 1984; Adams et al., 1992).  La distance minimale entre deux 
sites loxP pour permettre la recombinaison est de 82 paires de bases (Hoess et al., 
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1985).  La séquence de la région centrale, particulièrement son asymétrie, 
détermine la direction dans laquelle aura lieu préférentiellement la recombinaison 
(Hoess et al., 1986).  Le clivage de l’ADN a lieu de chaque côté de l’espaceur, qui 
est de six paires de bases (même si la région centrale d'asymétrie est de huit paires 
de bases).  C’est à cet endroit qu’ont lieu les échanges de brins menant à la 
formation de la jonction d’Holliday (Hoess et Abremski, 1985; Hoess et al., 1987).  
Il s’agit d’un clivage en cis catalysé par la tyrosine en position 324, et un seul brin 
de l’ADN est clivé.   La structure du site active étant modifiée dans un des deux 
monomères pour empêcher son action (Guo et al., 1997; Shaikh et Sadowski, 
2000).  Les acides aminés permettant de déterminer si le clivage a lieu en cis ou en 
trans se situent dans le domaine C-terminal.  Ceci est vrai même si le domaine N-
terminal est remplacé par celui d’une autre recombinase utilisant un mode de 
clivage différent (Shaikh et Sadowski, 2000). 
 
 Le premier clivage a lieu au niveau du brin inférieur entre les positions +3 et +4, 
puis il y a formation d’une jonction d’Holliday (Lee et Saito, 1998).  Celle-ci a une 
structure presque plate et quasi-symétrique où les sites de clivage sont 
équidistants. Cette structure permet la résolution de la jonction d’Holliday sans 
grand changement de conformation de l’ADN ou des protéines (Guo et al., 1997; 
Gopaul et al., 1998).  D’un autre côté, il existe une possibilité que cette forme de 
la jonction n’est qu’un intermédiaire de réaction présent que pour une courte 
durée.  La forme la plus stable serait plutôt quasi-tétrahédrique et permettrait de 
mieux expliquer les observations faites au niveau de la topologie de l’ADN lors de 
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la réaction (Vetcher et al., 2006).  De plus, les changements de conformation 
nécessaires pour passer d’une forme à l’autre sont modestes (Vetcher et al., 2006).   
Deux des croissements de la jonction d’Holliday forme un angle aigu et les deux 
autres un angle obtu.  L’isomérisation de la jonction se produit grâce à une légère 
modification du complexe formé par Cre et s’observe par un changement dans les 
angles de la jonction (les angles obtus deviennent aigus et vice-versa, voir figure 
14) (Gopaul et al., 1998).   
 
Une hypothèse pour expliquer l’isomérisation serait que les arginines 101, 106 et 
121 vont neutraliser les charges des phosphates de l’ADN sur les brins continus de 
la jonction d’Holliday (Lee et Sadowski, 2003a).  Celle-ci sera ensuite clivée entre 
les nucléotides -3 et -4 du brin supérieur et il va y avoir le second échange menant 
au produit final (Lee et Saito, 1998).  Les séquences des espaceurs des deux sites 
doivent être homologues pour que la recombinaison ait lieu. Mais des mutations 
diminuent l’efficacité de réaction (Hoess et al., 1986; Lee et Saito, 1998).  
L’homologie des bases en positions +2 et +3 est nécessaire pour le premier 
échange de brin et la première ligation; tandis que celle des bases en position -3 à 
+1 est requise pour le second (Lee et Saito, 1998).  La raison qu’un des échanges 
de brins utilise deux nucléotides alors que l’autre en implique quatre est liée à la 
courbure produite par la liaison de Cre à loxP, puisque celle-ci n’est pas 
symétrique (Guo et al., 1999).  Le rôle des nucléotides -4/+4 seraient de permettre 
la distinction entre les deux sites de clivage, puisque la réaction est moins efficace 
lorsque ceux-ci sont complémentaires (Lee et Saito, 1998).  Les deux échanges de 
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brins sont asymétriques. Un des brins est toujours préférablement clivés et 
transférés, avec un ratio atteignant quatre pour un dans le cas de la résolution de la 
jonction d’Holliday (brin supérieur).  Ce ratio serait dû en partie à l’isomérisation 
de cette dernière (Hoess et al., 1987; Gopaul et al., 1998).  L’asymétrie de loxP est 
aussi une cause importante de ce ratio, car lorsque loxP est parfaitement 
symétrique, il n’y a plus de clivage préférentiel.  La présence d’un G 
immédiatement en 5’ du site de clivage (poisition -4 ou +4) indique à la 
recombinase qu’il s’agit du brin à cliver initialement et celle d’un A que c’est le 
brin à cliver pour résoudre la jonction d’Holliday.  C’est le contact de la lysine en 
position 86 avec ces bases qui crée cette différence.  Mais ce contact importe 
seulement lors de la résolution de la jonction d’Holliday et non lors de la première 
étape de la recombinaison. (Lee et Sadowski, 2001a; Lee et al., 2003; Lee et 
Sadowski, 2003b; Ghosh et al., 2005).  
 
L’histidine en position 289 est aussi impliquée dans la sélection du brin qui sera 
clivé, mais pas par un contact direct permettant la lecture de la base en 5’ du site 
actif (Gelato et al., 2005).  Lorsque cet acide aminé est substitué, l’ordre des 
échanges de brins sera inversé et il va y avoir accumulation de jonctions 
d’Holliday (Gelato et al., 2005).  En addition, l’histidine 289 serait impliquée dans 
l’isomérisation de la jonction d’Holliday et jouerait aussi un rôle catalytique par sa 
capacité à former des ponts hydrogènes (Gelato et al., 2005).  En plus de la nature 
de la base précédant le phosphate qui sera clivé, celle des bases entre les deux sites 
de clivage est importante.  Ce serait surtout pour favoriser énergétiquement le 
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désappariement de ces nucléotides, ce qui permettrait de former la structure ADN-
protéine nécessaire pour l’activité de Cre (Gelato et al., 2005).  Par contre, 
d’autres expériences démontrent que le clivage et l’échange de brins sont plutôt 
initiés au niveau du brin supérieur à cause d’une préférence pour l’activation de la 
recombinase liée à la partie gauche du site loxP.  De plus, le clivage est plus 
efficace à cet endroit à cause de la nature du nucléotide clivé (Martin et al., 2002; 
Lee et Sadowski, 2003b).   Mais en réalité, cette observation est plutôt causée par 
la méthode expérimentale utilisée et le premier échange de brin se produit 
réellement au niveau du brin inférieur (Lee et Sadowski, 2003b; Gelato et al., 
2005; Ghosh et al., 2005).  Ce serait la formation d’un complexe synaptique ou 
l’introduction d’une courbure dans l’ADN qui ferait en sorte que Cre effectue son 
premier clivage au brin inférieur malgré sa plus faible efficacité de clivage (Lee et 
Sadowski, 2003b; Ghosh et al., 2005; Ghosh et al., 2007).  La raison derrière ce 
mécanisme serait que puisque le clivage au niveau du brin supérieur est plus 
efficace, cela favoriserait la résolution de la jonction d’Holliday dans la direction 
qui va produire le produit recombiné et non le substrat original (Lee et Sadowski, 
2003b).  Ceci est démontrable avec un mutant qui effectue le clivage qu’au site 
ayant la plus grande affinité (Gelato et al., 2005).  De plus, la capacité de catalyser 
la réaction de recombinaison ne dépend pas de l’affinité de la liaison.  Un mutant 
de Cre se liant moins efficacement à loxP peut toujours être en mesure d’effectuer 
une réaction complète de recombinaison (Kim et al., 2001).  Par contre, l’affinité 
de Cre pour l’ADN aurait une influence sur l’isomérisation de la jonction 
d’Holliday, qui serait inhibée lors que Cre est liée à un site pour lequel son affinité 
est plus faible que celle pour loxP (Gelato et al., 2006). 
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Les propriétés de Cre en fait un bon outil pour la manipulation génétique, entre 
autre pour retirer un marqueur de résistance après l’inactivation d’un gène (Sauer, 
1987; Sauer et Henderson, 1988; Dale et Ow, 1991).  Pour diversifier son 
utilisation, il est même possible de modifier la spécificité de reconnaissance de 
l’ADN de Cre à l’aide d’une méthode nommée substrate-linked protein evolution.  
Cette méthode consiste à appliquer la technique d’évolution des protéines à une 
séquence d’ADN codante fusionnée à sa cible.  Cette fusion simplifie le criblage 
permettant la détection de mutants positifs  (Buchholz et Stewart, 2001). 
 
2.2.2.2 Flp 
La recombinase Flp permet la recombinaison du plasmide 2-micron (ou 2-m) de 
la levure sans besoin d’autres facteurs provenant de celle-ci (Broach et Hicks, 
1980; Broach et al., 1982; Cox, 1983).  Le rôle de Flp est de catalyser une réaction 
d’inversion donnant naissance à deux isomères du plasmide en nombre égal de 
copie dans la cellule.  Cette recombinaison va permettre d’augmenter le nombre de 
plasmides dans la cellule (Volkert et Broach, 1986; Reynolds et al., 1987).  
L’activité de Flp diminue lorsque le nombre de copies du plasmide augmente, et 
ceci se produit à l’aide des protéines REP1 et REP2, qui vont diminuer 
l’expression de Flp (Reynolds et al., 1987).  L’importance de cette régulation est 
liée au fait que la surexpression de Flp va mener à la présence d’un trop haut 
nombre de copies du plasmide, ce qui sera néfaste pour l’hôte (Reynolds et al., 
1987).  Flp va se dissocier complétement de l’ADN en deux étapes et va être en 
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mesure d’effectuer plusieurs recombinaison en série (Gates et Cox, 1988; Waite et 
Cox, 1995).  
 
La structure de Flp est connue, puisqu’elle a été cristallisée (Chen et al., 2000; 
Chen et Rice, 2003; Conway et al., 2003).  Elle est similaire à ce qui est observé 
dans le cas des autres tyrosine recombinases, mais avec certaines différences 
causées par son mode de clivage divergent.  La protéine est divisée en deux 
domaines relativement compacts et en deux protubérances qui vont entrer en 
contact avec les autres membres du tétramère de Flp.  Le domaine catalytique est 
situé dans la partie C-terminale de la protéine et est homologue avec celui observé 
pour les autres tyrosine recombinases.  Par contre, il y a une exception pour 
l’hélice alpha M (celle contenant la tyrosine active) qui va être échangée avec un 
Flp en trans (Chen et al., 2000).  Pour ce qui est du domaine N-terminal, celui-ci 
est structurellement divergeant de ce qui a été observé pour Cre.  Ceci indique que 
les interactions protéines-protéines sont possiblement différentes entre les deux 






Figure 17: Comparaison de la structure secondaire de Flp et de Cre.  Les régions 




La réaction catalysée par Flp fonctionne autant sur l’ADN surenroulé que sur 
l’ADN relaxé, qu’il soit circulaire ou linéaire.  Elle peut être intermoléculaire ou 
intramoléculaire, tolère des pH allant de 6,6 à 8, ne nécessite pas de cofacteurs 
comme l’ATP et elle est favorisée par la présence de cations divalents (Vetter et 
al., 1983; Meyer-Leon et al., 1984; Babineau et al., 1985).  In vitro, les premières 
observations furent que les recombinaisons intramoléculaires étaient favorisées 
lorsque la concentration de Flp est plus basse tandis que les réactions 
intermoléculaires étaient plus efficaces en présence de Flp à plus haute 
concentration (Gronostajski et Sadowski, 1985b).  Par contre, il a été démontré 
que ce sont les réactions intramoléculaires qui sont favorisées peu importe la 
concentration de Flp.  Les recombinaisons intermoléculaires observées 
proviennent de protéines présentes lors de la purification initiale de Flp (Meyer-
Leon et al., 1987).  La rencontre des sites qui seront recombinés se produit par une 
série de collisions aléatoires (Meyer-Leon et al., 1984).  La recombinaison est 
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spécifique et le site ne se retrouve pas dans la levure, mais Flp est en mesure de 
catalyser une réaction de recombinaison avec les répétitions inversées du 




Figure 18: Séquence double-brin du site FRT (sans la troisième répétition 
inversée). Les nucléotides sont identifiés allant de -17 à +17 avec le centre du site 
comme point 0. 
  
 
Le site de recombinaison est composé de deux répétitions inversées de 13 paires 
de bases séparées par un espaceur de huit paires de base (voir figure 18).  Une 
troisième répétition inversée est associée à ce site, mais n’est pas cruciale pour la 
liaison et le clivage in vitro (Andrews et al., 1985; Jayaram, 1985; Senecoff et al., 
1985; Proteau et al., 1986).  Par contre, puisque initialement il a été observé que la 
recombinaison est inhibée en présence d’une haute concentration de Flp, il a été 
proposé que cette séquence aurait pour rôle de titrer la protéine en excès pour 
permettre la réaction (Gronostajski et Sadowski, 1985b; Proteau et al., 1986).  Une 
hypothèse par la suite démentie, puisqu’il n’y a pas d’inhibition lors que la 
protéine est pure (Meyer-Leon et al., 1987).  Mais plus tard, il a été établi que cette 
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séquence mène à une liaison asymétrique de Flp au niveau de FRT (Beatty et 
Sadowski, 1988).  De ce site, seulement une partie est essentielle pour qu’il y ait 
recombinaison.  En effet, seulement 28 paires de bases sont requises pour une 
bonne activité et les limites du site ne sont pas si bien définies (Senecoff et al., 
1985).  Mais le tout n’est pas symétrique, car Flp interagit avec l’ADN sur 12 
paires de bases en 5’ du site de clivage du bras gauche et sur six paires de bases en 
5’ pour celui du bras droit (Gronostajski et Sadowski, 1985a).  Une autre étude 
rapporte quant à elle que le site minimal est de 22 paires de bases.  De plus, une 
recombinaison intra- ou intermoléculaire est possible entre deux sites contenant 
l’espaceur de huit paires de bases et sept paires de bases de chacune des répétitions 
inversées (Proteau et al., 1986).   
 
Il y a plusieurs points de contact entre Flp et l’ADN (surtout au niveau de 
phosphates), autant dans le sillon majeur que dans le sillon mineur d’une même 
face de la double hélice.  Ces contacts  se situent tous au niveau des répétitions 
inversées (Bruckner et Cox, 1986; Panigrahi et al., 1992; Kimball et al., 1995; 
Chen et al., 2000).  Les points d’interactions les plus importants pour la liaison de 
Flp se trouve en positions -11, -8, -7, -6, +6, +7, +8 et +11 des répétitions 
inversées.  Mais il y a d’autres points de contact secondaires couvrant jusqu’à dix 
paires de bases de chacun des éléments de FRT; les thymines étant 
particulièrement impliquées dans la reconnaissance par Flp (Andrews et al., 1986; 
Bruckner et Cox, 1986; Prasad et al., 1986; Senecoff et al., 1988; Panigrahi et al., 
1992; Saxena et al., 1997; Chen et al., 2000).  Il serait aussi possible que la 
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reconnaissance initiale de FRT par Flp nécessite certains contacts spécifiques 
tandis que la stabilité du complexe ainsi formé est déterminée par des contacts 
différents entre la protéine et l’ADN (Kimball et al., 1995).  Flp interagit 
seulement avec les régions de répétitions inversées.  La protection de l’espaceur 
contre la DNAse par Flp est plutôt causée par le fait que les deux protéines 
couvrent celui-ci sans y avoir des contacts ADN-protéines (sauf pour un contact 
avec deux phosphates sur chacun des brins), et que c’est un endroit où des 
interactions protéines-protéines essentielles pour la recombinaison ont lieu 
(Bruckner et Cox, 1986; Umlauf et Cox, 1988; Qian et al., 1990; Chen et al., 
2000).  La spécificité de liaison est causée entre autre par la nature de l’acide 
aminé en position 82 (qui est donc un point de contact entre la protéine et l’ADN), 
puisque sa mutation change la spécificité de séquence de Flp (Voziyanov et al., 
2002).  Mais malgré tout, la reconnaissance de FRT par Flp est menée aussi par 
une lecture indirecte de l’ADN, plutôt que par des interactions entre les chaines 
des acides aminés et les bases de l’ADN (même si ces interactions existent et ont 
une importance).  Ceci inclus entre autre la taille du sillon mineur.  En effet, Flp se 
lie mieux à l’ADN qui a un sillon mineur plus étroit, ce qui se produit dans le cas 
d’une séquence riche en AT comme celle des répétitions inversées de FRT 
(Whiteson et Rice, 2008).   
 
La liaison se produit de façon coopérative, et ce au niveau inter- et intrasubtrat 
(Prasad et al., 1986; Senecoff et al., 1988).  Mais même si la liaison est 
coopérative, cette coopérativité est plus base que celle observée dans le système 
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Cre-loxP.  De plus, elle est surtout due au fait que le dimère de Flp se dissocie 
moins rapidement de l’ADN qu’un Flp monomérique.  En effet, le taux de liaison 
pour le second monomère est le même que pour la liaison de la première protéine 
(Ringrose et al., 1998b).  Ces différentes interactions protéines-protéines vont 
mener à la formation d’un complexe synaptique prêt à recombiner, et elles sont 
importantes pour que la recombinaison ait lieu (Amin et al., 1990; Qian et al., 
1992).  La nature de ces interactions est floue, mais il semble que la région 303-
345 du domaine C-terminal n’est pas impliquée (Kulpa et al., 1993).  La formation 
de ce complexe ne nécessite pas la présence de la troisième répétition inversée, qui 
n’a aucun effet sur la coopérativité de Flp (Amin et al., 1991; Kimball et al., 
1995).   
 
Les observations sur l’orientation des sites, soit parallèle ou antiparallèle, sont 
contradictoires.  L’observation au microscope électronique montre que, 
contrairement à ce qui se produit la majorité du temps chez les tyrosine 
recombinases, les sites sont assemblés en orientation parallèle dans près de 90% 
des réactions; tandis que d’autres expériences indiquent que l’orientation 
antiparallèle est favorisée (Huffman et Levene, 1999; Grainge et al., 2000).  
L’orientation parallèle des sites serait causée par l’asymmétrie de l’espaceur, 
puisque ce favoritisme disparait en présence d’un espaceur symmétrique (Huffman 
et Levene, 1999).  Mais puisque les autres tyrosine recombinases utilisent un 
assemblage des sites avec une orientation antiparallèle, il est plus probable que 
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cette observation soit causée par la méthode utilisée et que les FRT à recombiner 
soient orientés de façon antiparallèle (Grainge et al., 2000; Grainge et al., 2002).   
 
Le domaine de liaison à l’ADN de Flp est distribué sur plusieurs régions de la 
protéine et ne peut être délimité à un seul motif (par exemple de type hélice-tour-
hélice) (Amin et Sadowski, 1989; Chen et al., 1991; Pan et al., 1991; Pan et 
Sadowski, 1993; Saxena et al., 1997; Tribble et al., 2000).   Tout comme dans le 
cas de Cre, la protéine a la forme d’un croissant lorsqu’elle est liée à l’ADN 
(Tribble et al., 2000).  Le domaine N-terminal de Flp va se lier à l’ADN de façon 
non-spécifique tandis que le domaine C-terminal (entre les acides aminés 156 et 
346) est celui qui reconnait spécifiquement FRT.  De plus, cette liaison non-
spécifique va stimuler la liaison spécifique à l’ADN (Pan et Sadowski, 1993; 
Saxena et al., 1997).  La liaison du domaine C-terminal se produit au niveau des 
neuf bases le plus à l’extérieur des répétitions inversées (positions 17 à 9).  Quant 
à lui, le domaine N-terminal va couvrir les quatre autres bases qui sont le plus 
rapprochées de l’espaceur et introduire un changement de conformation de la 
protéine permettant au domaine C-terminal de recouvrir aussi cette région 
(Panigrahi et Sadowski, 1994).  Il a été proposé que le domaine N-terminal couvre 
les 4 paires de bases le plus près de l’espaceur du second élément de répétition 
inversée; une hypothèse plus tard rejetée (Luetke et Sadowski, 1995; Luetke et 
Sadowski, 1998a).    L’homologie de séquences entre les deux sites FRT est plus 
importante que la taille de cet espaceur, puisque Flp est en mesure de catalyser 
efficacement la recombinaison entre deux sites ayant des espaceurs plus grand ou 
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plus petit d’une paire de base que celui de type sauvage.  Par contre, ceci se 
produit seulement si l’ajout est homologue entre les deux copies (et ce sans effet 
sur la liaison de Flp)  (Andrews et al., 1985; Senecoff et al., 1985; Senecoff et 
Cox, 1986).  Il est même possible d’obtenir une recombinaison entre des substrats 
possédants des espaceurs de tailles différentes, mais celle-ci est moins efficace 
(Senecoff et al., 1985).  La séquence de l’espaceur affecte peu la recombinaison 
par Flp tant et aussi longtemps qu’elle est homologue pour les deux sites à 
recombiner (Andrews et al., 1986; Senecoff et Cox, 1986).  Ceci est dû au fait 
qu’il y a un appariement entre ces ADN lors de la recombinaison, et que cet 
appariement va contrôler la directionnalité de la réaction (Senecoff et Cox, 1986; 
Amin et al., 1990).   
 
Mais il s’agit d’une simplification de la réalité, puisque l’homologie est nécessaire 
seulement pour voir l’apparition de produits recombinants et non pour la 
recombinaison elle-même.  En effet, en présence d’hétérologie dans l’espaceur 
suite au second échange de brins, il va y avoir une autre recombinaison complète 
qui va restaurer les séquences originales avec l’homologie des deux brins des 
régions centrales  (Azam et al., 1997).  Par contre, la structure de l’espaceur est 
importante, puisque certaines mutations vont affecter la recombinaison sans effet 
sur la liaison (Umlauf et Cox, 1988).  Ceci est dû au fait que cette région est riche 
en AT et contient deux passages polypyrimidines. Ces propriétés facilitent la 
séparation des brins (Umlauf et Cox, 1988).   Dans un autre ordre d’idées, il a été 
démontré que Flp a la capacité de reconnaitre la séquence FRT sur un ADN 
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simple-brin et de s’y lier spécifiquement.  Mais moins efficacement que lors 
l’ADN est double-brin.  Par contre, cela ne veut pas dire que cette propriété a un 
rôle dans la recombinaison (Zhu et Sadowski, 1998b). 
 
La liaison va introduire une courbure dans l’ADN dont le degré varie selon le 
nombre de Flp lié à l’ADN ainsi que selon les régions liées.   Elle va jouer un rôle 
dans la progression de la recombinaison, puisque des mutants de Flp qui peuvent 
se lier à l’ADN sans le courber sont incapable de compléter la réaction (Schwartz 
et Sadowski, 1989; Schwartz et Sadowski, 1990).  Mais elle n’est pas un pré-
requis pour la catalyse de la réaction, car elle est plutôt la manière par laquelle 
réagit l’ADN pour accommoder les interactions protéines-protéines qui sont 
importantes pour la recombinaison (Chen et al., 1992b).  Ceci est causé par la 
séparation des brins d’ADN au niveau de l’espaceur, ce qui permet d’augmenter la 
flexibilité de cette région pour faciliter l’interaction entre les deux Flp qui sont 
liées sur les faces opposées de l’ADN (Kimball et al., 1995).  Le point central de 
ce phénomène serait situé au milieu de l’espaceur lorsque deux Flp sont liés à 
FRT.  La présence de deux paires de bases AT au centre de la séquence cruciale 
pour le positionnement de la courbure, car il s’agirait d’un point plus flexible dans 
l’espaceur.  Un changement pour TA ne modifie pas l’endroit où se situe le centre 
de la courbure tandis que le remplacement par GC va le modifier et ainsi affecter 
négativement le clivage.  Ceci signifie donc que la présence des deux paires de 
bases AT est plus importante que l’endroit où se rencontre les deux passages 
polypyrimidiques, malgré l’impact que peuvent avoir ces derniers.   La situation 
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est différente lorsqu’une seule protéine est présente, puisque dans ce cas le centre 
de la courbure est localisé à l’interface entre la répétition inversée liée et 
l’espaceur.  Cette localisation est dépendante de la séquence d’ADN entourant le 
site de liaison (Luetke et Sadowski, 1995; Luetke et Sadowski, 1998a; Luetke et 
Sadowski, 1998b).  La courbure peut être orientée de deux façons différentes et 
ceci se produit au hasard.  C’est la direction de la courbure qui va déterminer quel 
brin sera clivé en premier (Tribble et al., 2000).  De plus, la formation d’une 
courbure dans l’ADN ne dépend pas du clivage par Flp (Luetke et Sadowski, 
1995).  Mais suite au clivage du brin supérieur, il peut y avoir un changement dans 
la direction de la courbure imposée à l’ADN (Luetke et Sadowski, 1995).  Les 
interactions protéines-protéines de Flp sont importantes pour effectuer cette 
courbure et non seulement la liaison.  En effet, une version tronquée de Flp liant 
l’ADN va créer une courbure plus petite (Chen et al., 1991; Pan et al., 1991).  Une 
partie de ces interactions se produirait à partir de la région allant de l’acide aminé 
303 à celui en position 345, puisque des mutations à cet endroit vont affecter la 
formation d’une courbure dans l’ADN (Kulpa et al., 1993).  De plus, le reste du 
domaine C-terminal serait aussi impliqué dans ce phénomène (Pan et Sadowski, 
1993). 
 
Le clivage a lieu à chaque extrémité de la région de huit paires de bases séparant 
les deux répétitions inversées (entre les nucléotides en positions -4 et -5, et +4 et 
+5).  L’intégrité de cette région est importante puisqu’il s’agit du lieu de l’échange 
de brins (Andrews et al., 1985; Gronostajski et Sadowski, 1985a; Senecoff et al., 
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1985; McLeod et al., 1986).  Ce dernier a toujours lieu entre la fin des répétitions 
inversées et le début de l’espaceur, même si la taille de ce dernier est modifiée, et 
il n’y a pas de préférences pour quel brin sera clivé en premier (Bruckner et Cox, 
1986; Jayaram et al., 1988).  Ceci se produit même si Flp entre en contact de 
façons différentes avec les deux sites de clivage (Luetke et al., 1997).  Par contre, 
lorsqu’un T se situe en position +6 et un A en position -6, le premier échange de 
brin a lieu deux fois plus souvent au site le plus près de la position +6.  Ceci 
indique qu’il y a un contrôle de la directionalité (Qian et al., 1992).  Le clivage est 
moins efficace s’il y a une mutation au niveau de la première paire de base de la 
répétition inversée par rapport à l’espaceur (Senecoff et Cox, 1986).  Mais l’étape 
de clivage est généralement moins sensible que celle de liaison aux variations dans 
la séquence et tolère des propriétés différentes de l’ADN (Whiteson et Rice, 2008).  
Par exemple, Flp est en mesure de se lier efficacement à un ADN contenant 
plusieurs A en série dans ses répétitions inversées, mais ne sera pas en mesure de 
procéder au clivage.  Cela est du au fait que ces séquences d’ADN vont avoir un 
sillon mineur étroit (favorisant la liaison), mais qu’elles seront moins flexibles 
(bloquant le clivage).  De plus, le remplacement de A ou de T par des G ou des C 
va diminuer l’efficacité de clivage (Whiteson et Rice, 2008).  Le clivage lui-même 
ne dépend pas de la formation d’un complexe synaptique, puisqu’un dimère de Flp 
est l’élément minimal pour effectuer cette réaction.  Mais en absence de synapse, 
le brin sera clivé puis reformé sans recombinaison (Voziyanov et al., 1996).  Il y a 
formation d’une liaison phosphotyrosine en 3’ de l’ADN, et ce pour les deux brins.  
Celle-ci reste présente jusqu’à ce qu’un groupement 5’OH soit disponible pour 
compléter la réaction (Gronostajski et Sadowski, 1985c; Qian et al., 1990).  Cet 
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intermédiaire de réaction se produit au niveau de la tyrosine 343, qui est impliquée 
que dans la catalyse du clivage et non dans la liaison à l’ADN (Prasad et al., 
1987).  En fait, un remplacement de cette tyrosine par une phénylalanine augmente 
même l’affinité de liaison à l’ADN (Lebreton et al., 1988).  De plus, la tyrosine 
active est située dans une région flexible de la protéine, ce qui lui permet donc 
d’être échangée au site actif du second monomère lié sur la même molécule et 
ainsi permettre le clivage en trans-horizontal.   
 
Ce type de clivage se produit autant pour les substrats linéaires que pour les 
jonctions d’Holliday (Evans et al., 1990; Chen et al., 1992a; Lee et al., 1994; 
Whang et al., 1994; Dixon et al., 1995; Lee et al., 1996; Lee et al., 1999; Chen et 
al., 2000).  La tyrosine catalytique du site actif provient donc d’une autre Flp et 
elle est le seul acide aminé impliqué dans la réaction qui est transféré d’une 
protéine à l’autre; puisque l’activation pour le clivage se produit en cis (Chen et 
al., 1993; Lee et Jayaram, 1993).  Malgré ce clivage en trans qui differt du clivage 
en cis associé aux autres tyrosine recombinases, le mécanisme général suit le 
même principe d’une réaction acide-base, mais avec certaines différences (Lee et 
Jayaram, 1993; Whiteson et al., 2007).  Par exemple, le tryptophane en position 
330 est conservé chez Cre, mais ne joue pas le même rôle.  En effet, chez Flp, cet 
acide aminé sert principalement à maintenir l’architecture du site actif et à ancrer 
la tyrosine en trans par des interactions de van der Waals.  Chez Cre, il sert plutôt 
à former un pont hydrogène avec l’ADN pour activer et stabiliser le phosphate qui 
sera clivé (Chen et Rice, 2003; Ma et al., 2007).  Un autre acide aminé conservé 
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chez les tyrosine recombinases, soit l’arginine en position 308, est impliqué dans 
la réaction de clivage.  Il est aussi impliqué au niveau de la liaison de l’ADN.  En 
effet, sans cette arginine, la liaison à l’ADN est moins serrée (elle ne protège plus 
efficacement contre la DNAse) et le clivage devient inefficace (Parsons et al., 
1990).  Elle servirait dans l’activation ou le positionnement du pont 
phosphodiestère qui sera clivé (Zhu et Sadowski, 1995).  En son absence, Flp 
semble en mesure d’effectuer des clivages selon le modèle trans-diagonal.  Ce qui 
signifierait qu’il y a une possibilité que Flp utilise des modes de clivages différents 
selon s’il s’agit du premier ou du second (Zhu et Sadowski, 1995; Lee et al., 
1998).  Mais il a plus tard été démontré que tous les clivages se produisent selon le 
mode trans-horizontal (Lee et al., 1996).  L’arginine en position 191 est aussi 
impliquée dans les étapes d’échange de brins et de religation des ADN sans 
affecter outre mesure la liaison et le clivage (Friesen et Sadowski, 1992).  La 
formation d’une liaison entre la protéine et l’ADN va mener à des changements de 
conformations pour ces deux acteurs.  Ces changements pourraient faire parti d’un 
mécanisme que la protéine utilise pour favoriser une ligation intermoléculaire 
plutôt que de simplement rescellé le brin clivé (Luetke et al., 1997). 
 
Suite au clivage, il va y avoir un premier échange de brins et formation d’une 
jonction d’Holliday (Meyer-Leon et al., 1988; Parsons et al., 1988; Meyer-Leon et 
al., 1990).  L’histidine en position 305 est impliquée dans cette étape, puisque 
lorsqu’elle est mutée, il y a clivage mais non échange de brin et religation.  Ceci se 
produit que le substrat soit linéaire ou une jonction d’Holliday (Parsons et al., 
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1988).  La jonction d’Holliday serait sous une forme plate et carrée, avec un axe 
de symétrie central presque parfait mais avec un axe de symétrie quadruple 
approximatif  (Lee et al., 1998; Chen et al., 2000).  Ceci signifie que les 
monomères liés à l’ADN sont identiques à ceux qui leur sont opposés et différents 
de ceux qui sont sur la même molécule.  Ceci confirme la théorie voulant que 
seulement la moitié des Flp soient en conformation active à un temps donné (Chen 
et al., 2000).  Mais tout comme dans le cas de Cre, il est possible qu’il ne s’agisse 
que d’une structure intermédiaire et que la jonction d’Holliday plus stable serait 
sous forme quasi-tétrahédrique (Vetcher et al., 2006).  Une fois formée, cette 
structure sera isomérisée, ce qui va permettre la résolution de la jonction.  De plus, 
il n’y aura aucun favoritisme par rapport à la directionalité (Jayaram et al., 1988; 
Meyer-Leon et al., 1990; Dixon et Sadowski, 1993).  Malgré cela, le clivage et la 
résolution des jonctions d’Holliday reste modulée, car il n’y a pas de bris double-
brins provenant d’un clivage simultané sur les deux brins (Dixon et Sadowski, 
1993).  Ceci serait dû à l’activation des Flp n’ayant pas effectué le clivage 
combiné à l’inactivation des protéines venant de compléter un échange de brins.  
Mais cet échange de rôle n’est pas lié à un favoritisme par rapport à un clivage au 
brin supérieur ou inférieur et peut se produire dans les deux cas (Lee et Jayaram, 
1995a).  Ce contrôle où seulement la moitié des sites catalytiques peuvent être 
actif en même temps est causé par la structure de l’ADN une fois liée par Flp.  La 
courbure imposée à l’ADN par la protéine peut se faire de deux façons différentes 
(sans favoritisme), et va donc déterminer où le premier clivage aura lieu.  Une fois 
l’échange de brins complété, il va avoir un changement de conformation de l’ADN 
qui va mener à un déplacement des tyrosines.  Ceci va inactiver une des protéines 
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et activer l’autre protéine liée à la même molécule par un mécanisme d’exclusion 
stérique (Lee et al., 1997; Conway et al., 2003).  Par contre, il est possible 
d’imposer une direction à la réaction en mutant un des sites de liaison pour bloquer 
sa reconaissance par Flp ou en immobilisant les jonctions d’Holliday (Dixon et 
Sadowski, 1993; Lee et al., 1995).  Seulement trois paires de bases de l’espaceur 
sont impliquées (et nécessitent donc une homologie) dans les appariements d’ADN 
lors des échanges de brins.  Ceux-ci vont se produire sans migration des branches 
(Qian et al., 1992; Serre et al., 1992; Dixon et Sadowski, 1994; Lee et Jayaram, 
1995b).  En fait, la détection de l’homologie s’effectue avant la formation de la 
jonction d’Holliday et servirait à stabiliser l’ADN et à positionner le groupement 
5’OH pour que la ligation se produise après un échange de brin.  La religation au 
même endroit que le clivage (ce qui restaurerait les substrats originaux) est donc 
empêchée de cette façon (Lee et Jayaram, 1995b; Zhu et al., 1995; Voziyanov et 
al., 1996).  La formation du complexe synaptique favorise cette étape en 
coordonnant les clivages pour qu’ils aient lieu à des endroits permettant des 
échanges de brins réciproques et productifs.  Elle favorise aussi une ligation 
donnant lieu à une recombinaison et non une reformation des ADN parentaux 
(Voziyanov et al., 1996).  Le fait que l’ADN soit courbé lorsqu’il y a clivage 
permet de séparer l’ADN au niveau de l’espaceur et l’ADN monocaténaire ainsi 
formé serait un intermédiaire facilitant le déplacement des brins pour qu’il y ait un 




La ligation catalysée par Flp, qui est la dernière étape de tous les échanges de 
brins, est indépendante de son activité de clivage.  Contrairement à celle-ci, la 
ligation est effectué en cis; et ce même si elle utilise le même site actif (Pan et 
Sadowski, 1992; Pan et al., 1993b; Lee et Jayaram, 1995a).  La tyrosine active 
n’est pas nécessaire pour effectuer la ligation, mais l’arginine 191 et l’histidine 
305 sont impliquées (Pan et Sadowski, 1992).  Par contre, lorsque l’arginine en 
position 308 est mutée, la ligation devienne dépendante du clivage de l’ADN par 
la protéine qui doit effectuée la ligation (Zhu et Sadowski, 1995).  Malgré tout, 
une 3’ phosphotyrosine est un intermédiaire essentiel qui fournit l’énergie 
nécessaire pour la ligation (Pan et al., 1993a).  Cette réaction consiste en l’attaque 
nucléophilique de la 3’ phosphotyrosine par un groupement 5’OH libre de l’ADN 
pour reformer un lien phosphodiester au niveau de l’ADN.  De plus, elle ne 
nécessite pas un attachement covalent entre la protéine et l’ADN à cette étape (Pan 
et Sadowski, 1992; Pan et al., 1993a).  De plus, la polarité de ces groupements est 
importante pour que la ligation ait lieu (Pan et al., 1993a).  L’histidine 305 agit 
comme donneur de proton lors de l’attaque nucléophilique menant à la ligation.  
D’ailleurs, ce rôle est plus important que celui d’accepteur de proton qu’elle 
jouerait lors du clivage (Whiteson et al., 2007).  La réaction va aussi nécessiter la 
présence de plusieurs régions de la protéine (Pan et Sadowski, 1993). 
 
Outre son activité de recombinaison, Flp possède deux activités de RNAse et peut 
aussi agir comme topoisomérase.  Mais cette dernière possibilité est bloquée lors 
de la recombinaison (Xu et al., 1998).  Dans certaines circonstances non 
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habituelles, Flp est aussi capable d’effectuer une alcoolyse ou une glycérolyse qui 
pourraient avoir une fonction biologique (Knudsen et al., 1998). 
 
Tout comme Cre, Flp est utilisée dans une variété d’applications 
biotechnologiques (la plus commune étant de retirer un marqueur de résistance 
suite à une intégration) et est un outil majeur dans l’arsenal des chercheurs (revu 
dans Schweizer, 2003; Birling et al., 2009; Venken et Bellen, 2012). 
 
 
Section 3 : Le système Xer 
Malgré un rôle principal bien conservé, soit la résolution des dimères d’ADN, le 
système Xer se divise en 4 grandes catégories, soit les systèmes utilisant XerCD, 
ceux utilisant XerS, ceux utilisant XerH et ceux utilisant XerA.  Ces différents 
types de systèmes Xer seront abordés individuellement. 
 
3.1 XerCD 
L’utilisation de deux recombinases, XerC et XerD, pour effectuer la 
monomérisation de dimères chromosomiques est la plus extensivement étudiée. 
Elle est de plus considérée comme la version classique du système Xer.  La 
recombinaison est effectuée par deux tyrosine recombinases, XerC et XerD. 
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Celles-ci possèdent une homologie de séquence de 37%, principalement distribuée 
dans deux domaines nommés c1 et c2 (Blakely et al., 1993b).  Le gène xerC est 
situé dans une unité polycistronique contenant quatre gènes dont il est le troisième, 
tandis que xerD fait partie d’un opéron incluant recJ et dsbC (Colloms et al., 1990; 
Blakely et al., 1993b).  En leur absence, il y a filamentation des cellules et les 
nucléoides sont sous une forme aberrante, tout en n’étant pas distribués également 
entre les cellules (Blakely et al., 1991).   Des homologues de XerCD ont été 
identifiés chez une multitude d’espèces, dont Salmonella typhimurium, Klebsiella 
pneumoniae, Serratia liquefaciens, Shigella flexneri, Morganella morganii, H. 
influenzae, Staphylococcus aureus, Pseudomonas aeruginosa, B. subtilis, Proteus 
mirabilis, Caulobacter crescentus, Lactobacillus leichmannii et Vibrio cholerae 
(Höfte et al., 1994; Sirois et Szatmari, 1995; Becker et Brendel, 1996; Hayes et al., 
1997; Villion et Szatmari, 1998; Neilson et al., 1999; Recchia et Sherratt, 1999; 
Sciochetti et al., 1999; Blakely et al., 2000; Chalker et al., 2000; Sciochetti et al., 
2001; Huber et Waldor, 2002; Jouan et Szatmari, 2003; Villion et Szatmari, 2003).   
Des recherches bioinformatiques ont aussi permis d’observer d’autres homologues 
de XerCD et du site dif.  La présence d’un site dif classique est observée chez 
toutes les - et -protéobactéries, chez 97,7% des -protéobactéries et 82,8% des 
-protéobactéries.  Dans ces sites, le site de liaison de XerD est mieux conservé 
que celui pour XerC.  De plus,  les régions les mieux conservées sont celles situées 
à l’intérieur, près de la région centrale.  Il en va de même pour les recombinases 
elle-même, puisque XerD est mieux conservée que XerC; possiblement à cause de 
son interaction avec FtsK (Carnoy et Roten, 2009).  Depuis, des séquences dif ont 
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été identifiés dans 715 chromosomes (641 souches différentes).  Mais ces 
méthodes bioinformatiques ne sont pas parfaites, car certains sites dif diffèrent 
selon la méthode utilisée. Il est aussi présentement impossible d’identifier des sites 
dif chez les cyanobactéries, et ce malgré la présence de XerCD (Kono et al., 2011).  
Des exemples de différentes séquences dif sont présentées dans le tableau II et la 
séquence chez E. coli est illustrée dans la figure 19. 
 
 
Tableau II : Séquence des sites de recombinaison chromosomiques chez plusieurs 
espèces et des principaux sites plasmidiques.  (Données provenant de Lesterlin et 
al., 2004) 
Origine 
Site de liaison 
XerC 
Espacement 





   
E. coli  GGTGCGCATAA  --TGTATA  TTATGTTAAAT  
S. typhimurium  GGTGCGCATAA  --TGTATA  TTATGGTAAAT  
H. influenzae  AATGCGCATTA  --CGTGCG  TTATGGTAAAT  
B. subtilis  ATTTCGCATAA  --TATAAA  TTATGGTAAAT  
P. mirabilis  GGTTCGCATAA  --TGTATA  TTATGTTAAAT  
S. aureus  ACTTCCTATAA  --TATATA  TTATGTAAACT  
V. cholerae chrI  GGTGCGCATAA  --TGTATA  TTATGGTAAAT  
V. cholerae chrII  ATGGCGCATTA  --TGTATG  TTATGGTAAAT  
Sites 
plasmidiques  
   
ColE1 cer  GGTGCGTACAA  TTAAGGGA  TTATGGTAAAT  
pSC101 psi  GGTGCGCGCAA  --GATCCA  TTATGTTAAAT  
Séquence 
consensus 








Figure 19: Séquence double-brin du site dif de E. coli. Les nucléotides sont 
identifiés allant de -14 à +14 avec le centre du site comme point 0. 
 
 
XerC et XerD sont en mesure de se lier chacune à une moitié du site de 
recombinaison, qui est le site dif au niveau des chromosomes, et c’est le fait qu’il y 
a deux protéines plutôt que l’asymétrie de séquence qui assure le bon 
positionnement des sites.  La liaison de XerC individuellement est moins efficace 
que celle de XerD, mais il y a une coopérativité entre les deux protéines (Blakely 
et al., 1991; Blakely et al., 1993b).  Les deux recombinases vont reconnaître le site 
dif grâce à plusieurs points de contacts, et ceux-ci sont distribués au niveau des 
deux sillons de l’ADN.  Cet arrangement permet donc une liaison aux deux faces 
de la double-hélice.  Les contacts vont se produire non seulement avec les bases de 
l’ADN, mais aussi avec certains phosphates (Blakely et Sherratt, 1994a).  La 
différence entre les deux sites de liaison est principalement dans les régions non 
palindromiques aux extrémités de dif.  Un exemple est la paire de bases -10, qui 
est toujours une paire GC pour le site de liaison de XerC, et +10, qui est toujours 
une paire AT pour le site de liaison de XerD.  En ordre d’importance, les bases en 
positions -10, -13, -11, -9 et -14 sont impliquées dans la spécificité de liaison pour 
XerC tandis que celles en positions +9, +13, +10, +14 et +11 sont celles qui 
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déterminent la spécificité de XerD.  Ces observations mènent à un modèle où la 
spécificité de la liaison à un demi-site ou à l’autre est déterminée par les séquences 
aux extrémités du site de recombinaison et que les séquences plus à l’intérieur 
vont permettre une interaction qui est conservée pour les deux protéines (Blakely 
et Sherratt, 1994a; Hayes et Sherratt, 1997).   Mais malgré cette spécificité, il est 
possible d’observer une liaison coopérative de XerC au demi-site droit dans le cas 
de substrats suicides qui ont une plus grande flexibilité.  Cette propriété est causée 
par le fait qu’un des deux brins d’ADN n’est pas continu.  Ces substrats sont 
principalement utilisés pour capturer des intermédiaires de réactions (Blakely et 
al., 1997).  De plus, XerC reste essentielle pour la résolution des dimères 
chromosomiques même lorsque dif est remplacé par une version symétrique ayant 




Figure 20: Comparaison du domaine C-terminaux de XerC et de celui de XerD.  
Les acides aminés catalytiques sont en gras.  Les structures identifiées 
correspondent à celles observées chez XerD.  (Adaptée de Ferreira et al., 2003) 
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Une des régions de XerD la plus importante pour sa liaison à l’ADN est le 
domaine c1.  Pour sa part, le domaine c2 n’est pas nécessaire pour la spécificité de 
liaison, et ce même s’il y a des contacts spécifiques entre l’ADN et ce domaine.  
Une région du domaine N-terminal se situant entre les positions 32 et 159 est aussi 
nécessaire pour la liaison.  Il est impliqué soit dans la reconnaissance de la 
séquence ou bien dans la formation d’une structure essentielle à la liaison (Spiers 
et Sherratt, 1997).  Le domaine N-terminal des deux protéines joue aussi une rôle 
dans la coopérativité de liaison, mais il n’en est pas le seul déterminant (Ferreira et 
al., 2001).  Le domaine c2 de XerD est impliqué dans la coopérativité avec XerC, 
plus particulièrement les acides aminés 263 à 268 (Spiers et Sherratt, 1997).  Le 
domaine C-terminal de XerC est lui aussi important pour la liaison coopérative 
entre XerC et XerD, particulièrement les 5 à 10 derniers acides aminés (Spiers et 
Sherratt, 1999).  Il semble dont y avoir des interactions clées entre l’hélice M 
d’une recombinase et la région à l’extrémité C-terminale de sa partenaire (Spiers et 
Sherratt, 1999).  Les interactions entre XerD et XerC vont aussi avoir une 
influence au niveau de l’activité catalytique de leurs partenaires.  En effet, 
certaines insertions ou mutations vont bloquer le clivage ou les échanges de brins 
sans affecter la liaison coopérative.  Il y a un donc un contrôle allostérique 
réciproque entre XerC et XerD qui alterne les conformations actives et inactives 
des deux protéines lors de la réaction (Cao et al., 1997; Hallet et al., 1999; 
Arciszewska et al., 2000; Ferreira et al., 2001).  L’extrémité du domaine C-
terminal de XerD est impliquée dans une interaction avec FtsK et elle est 
essentielle pour la recombinaison in vivo (Spiers et Sherratt, 1997; Yates et al., 
2006).  Les éléments permettant cette interaction sont spécifiques pour chaque 
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espèces et varient autant au niveau de XerD que de FtsK.  Dans le cas de E. coli, il 
y a interaction d’un motif en positions 288 à 293 de XerD avec FtsK, et cette 
interaction n’est importante que pour les réactions demandant une activation 
préalable de XerD par FtsK (voir la section 1.2.3 pour plus d’information) (Yates 
et al., 2006).  
 
La structure cristalline de XerD est connue et montre plusieurs similarités avec 
celles des autres tyrosine recombinases, mais aussi des différences majeurs à 
certains endroits (Subramanya et al., 1997).  La protéine peut être divisée en deux 
domaines, le premier étant composé des 107 premiers acides aminés et le second 
des 191 derniers.  Le premier domaine contient quatre hélices alpha organisées de 
façon à ce qu’il y ait deux paires d’hélices-boucles en angle de 90° l’une par 
rapport à l’autre.  Le second domaine est composé principalement d’hélices alpha, 
mais un des côtés contient aussi trois feuillets béta en orientation antiparallèle 
(Subramanya et al., 1997).  La principale différence structurelle avec l’intégrase 
du phage  est située à l’extrémité C-terminale de XerD, à l’endroit où se situe le 
site actif.  Pour XerD, il y a présence d’une longue hélice alpha qui contient la 
tyrosine active (Subramanya et al., 1997).  La structure confirme que la liaison à 
l’ADN se produit en utilisant plus d’une région dans la protéine (et ce dans les 
deux domaines) et permet de dire que la nature des acides aminés en position 220 
et 221 sont importants pour mener à la liaison différente par XerC et XerD 
(Subramanya et al., 1997).   
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Figure 21: Comparaison des structures des domaines N-terminaux de XerC et 
XerD.  Les cylindres roses correspondent aux hélices alpha identifiées pour XerD.  
Les acides aminés dans les zones roses et vertes correspondent aux hélices alpha 
prédites par un logiciel de prédiction de la structure secondaire.  (Adaptée de 
Ferreira et al., 2001) 
 
 
Prise individuellement, la liaison de XerC va introduire une courbure d’environ 
25° à l’ADN et celle de XerD une courbure d’environ 40°.  Lorsque les deux 
protéines sont liées ensemble sur le même ADN, la courbure est entre 40 à 45°.  
Mais ceci varie lorsque le site est un dif modifié pour avoir un plus large espaceur.  
Dans ce cas, la courbure atteint entre 60 et 65° (Blakely et Sherratt, 1996). 
 
Le clivage se produit à l’aide de la tyrosine en position 275 pour XerC et celle en 
position 279 pour XerD.  Il se produit selon le modèle de réaction des tyrosine 
recombinases en cis (Blakely et al., 1993b; Arciszewska et Sherratt, 1995).  Le 
brin supérieur est clivé par XerC entre les positions -3 et -4 (voir figure 19) et la 
protéine va être en mesure de catalyser l’échange de ce brin.  Cette réaction est 
temporellement séparée de celle effectuée par XerD.  En effet, un brin clivé par 
une des recombinases n’est pas un substrat par sa partenaire, et il y a un 
phénomène de stimulation du partenaire et d’inactivation de sa propre actvité 
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catalytique (le SPIS, pour Stimulation of a Partner, Impairement of Self) 
(Arciszewska et Sherratt, 1995; Blakely et al., 1997; Hallet et al., 1999; 
Arciszewska et al., 2000).  XerD est en mesure d’effectuer un clivage sur des 
substrats suicides, mais celui-ci est beaucoup moins efficace que celui de XerC.  
Le site de clivage se situe lui aussi à l’intersection entre le site de liaison pour 
XerD et la région centrale.  Ceci fait en sorte que la distance entre les deux points 
de clivage est de six paires de base.  Mais le clivage par XerD a lieu au niveau du 
brin inférieur (Blakely et al., 1997).  La lysine en position 172 est impliquée dans 
le clivage et elle est conservée.  Elle se situe entre deux feuillets béta et elle fait 
partie d’un motif conservé.  Ce dernier permet d’avancer que XerD (et les autres 
tyrosine recombinases) font partie de la même famille que les topoisomérase IB 
(Cao et Hayes, 1999).  Comme il a été mentionné précédemment dans cette thèse, 
l’activation du clivage au site dif par le système Xer in vivo dépend de la présence 
de FtsK (Recchia et al., 1999a).  En absence de FtsK, et même de dimères 
chromosomiques, le premier clivage est catalysé par XerC et va mener à un 
échange de brins (Blakely et al., 2000).  Par contre, en présence de FtsK, plus 
particulièrement de son domaine C-terminal, le premier clivage et échange de 
brins est effectué par XerD.  Ceci demande un contact entre FtsK et XerD qui va 
activer cette dernière (Barre et al., 2000; Aussel et al., 2002; Yates et al., 2003).  
Cette situation est illustrée dans la figure 22.  Des interactions entre les protéines 
vont aussi être impliquées dans le contrôle de l’ordre de clivage.  Une partie 
importante de celles-ci a lieu au niveau des domaines C-terminaux des deux 
recombinases et mène à une stimulation de la catalyse par XerC accompagnée 
d’une inactivation de XerD.  De plus, si ces interactions sont affectées au niveau 
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de XerC, il va y avoir une inactivation de l’activité de XerC et une augmentation 
du clivage par XerD.  Ceci signifie donc qu’il y a donc une répression de XerD par 
XerC (Ferreira et al., 2003). 
 
Il y a ensuite formation d’une jonction d’Holliday comme intermédiaire de la 
recombinaison complète (McCulloch et al., 1994b; Sherratt et al., 1995).  Il n’y a 
pas de migration des branches de la jonction et la position optimale de la jonction 
est à au moins deux nucléotides en 3’ du site de clivage.  Cela concorde avec le 
modèle général des tyrosine recombinases où les échanges de brins se produisent 
en deux étapes, avec une isomérisation de la jonction d’Holliday permettant le 
changement de l’activité des protéines (Arciszewska et al., 1995; Arciszewska et 
al., 2000).  Lorsque les recombinases sont liées à la jonction d’Holliday, les bases 
au centre de celle-ci ne sont plus appariées.  Ceci indique que le point où les 
branches se rencontrent est situé à trois paires de bases de chacun des sites de 
clivage (Arciszewska et al., 1997).  La résolution des jonctions d’Holliday se 
produit selon le même mécanisme que le clivage.  Si le premier échange de brins a 
été catalysé par XerC, il est possible d’observer le second échange de brins causé 
par XerD, mais seulement dans certaines conditions particulières (Blakely et al., 
2000).  Cet ordre de réaction est conservé lorsque le XerC provient de H. 
influenzae, mais il est inversé s’il provient de P. aeruginosa.  Ce qui démontre que 
les interactions protéines-protéines peuvent influencer la formation et la résolution 
de la jonction d’Holliday (Neilson et al., 1999; Blakely et al., 2000).  Dans les 
conditions normales de la bactérie, une jonction d’Holliday formée par l’action de 
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XerC est toujours résolue par XerC pour redonner les substrats initiaux (Barre et 
al., 2000).  Ceci est causé par le fait que la jonction ainsi formée ne peut adopter la 
conformation requise pour que le clivage par XerD soit possible (Ferreira et al., 
2001). C’est seulement lorsque XerD agit en premier que XerC va mener à la 
formation d’ADN recombinants (voir figure 22) (Barre et al., 2000; Aussel et al., 
2002).  Le domaine N-terminal de chacune des deux protéines, particulièrement 
l’hélice B, est directement impliqué dans le contrôle de cet ordre de clivage et 
d’échanges de brins. Par contre, il n’est pas essentiel pour l’activité catalytique 




Figure 22: La recombinaison au site dif en présence et absence de FtsK.  (Tirée de 
Aussel et al., 2002, avec permission) 
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La ligation des brins clivés se produit en cis et est catalysée par la recombinase 
sans utilisation de sa tyrosine active.  Cette ligation se produit de la même façon, 
peu importe s’il s’agit d’une jonction d’Holliday ou d’un ADN double-brin 
linéaire.  Dans le cas de XerC (la seule des deux protéines pour laquelle la ligation 
a été étudiée), la ligation n’est pas stimulée par la présence de XerD (Grainge et 
Sherratt, 1999). 
 
Le site de recombinaison chromosomique, dif, est situé au niveau de la région du 
terminus de réplication chez E. coli, à l’opposé de l’oriC entre les sites de 
terminaison TerA et TerC.  Son absence cause la filamentation des cellules dans 
15% du temps, tout en induisant la réponse SOS (voir figure 8 pour son 
positionnement) (Kuempel et al., 1991).  Seul le site dif minimal est nécessaire 
pour sa fonction et de larges régions l’encadrant peuvent être délétées sans 
problèmes (Leslie et Sherratt, 1995; Tecklenburg et al., 1995).  Mais d’autre part, 
sa localisation est importante.  En effet, dif n’est plus en mesure de permettre la 
résolution des dimères chromosomiques lorsqu’il est situé à plus de 20 à 30 kb de 
son emplacement original.  Cette région est nommée la DAZ, pour dif activity 
zone, et peut entourer dif peu importe son orientation (Leslie et Sherratt, 1995; 
Tecklenburg et al., 1995; Cornet et al., 1996; Kuempel et al., 1996).  Les 
délimitations de la DAZ ne sont pas précises, puisque la perte d’activité n’est pas 
du tout ou rien et est plutôt progressive (Pérals et al., 2000). Cette activation 
localisée ne dépend pas de la présence de la terminaison de la réplication à cet 
endroit ni d’une opposition à la région oriC.  De plus, si l’on enlève une partie de 
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la DAZ, une nouvelle région DAZ est crée, ce qui signifie que les séquences 
permettant l’action de la zone se retrouvent aussi hors de celle-ci.  Ceci permet 
donc d’affirmer que la polarité de séquence de la DAZ est importante pour son 
fonctionnement, surtout que des inversions de séquences vont empêcher la 
résolution de dimères chromosomiques (Cornet et al., 1996; Kuempel et al., 1996; 
Pérals et al., 2000).   Les séquences polaires sont aussi interchangeables entre les 
parties de la DAZ de chaque côté de dif (Pérals et al., 2000).  L’activation de dif 
par les séquences contenues dans la DAZ est dépendante de la présence de dimères 
chromosomiques.  Elle est causée par FtsK, qui va lire la polarité du chromosome 
(voir la section 1.2.3 pour les détails) (Pérals et al., 2001).  Ce positionnement est 
bien conservé dans l’évolution, car il y a un haut degrée de correlation entre la 
position de dif et le skew G+C indicateur de la polarité (Carnoy et Roten, 2009; 
Kono et al., 2011).  Même si le système Xer est clairement responsable de la 
résolution des dimères chromosomiques, il est possible de le remplacer par 
Cre/loxP et de conserver le phénotype de type sauvage.  Par contre, ceci est 
possible seulement si le site loxP est situé dans la même région que le site dif qu’il 
remplace (Leslie et Sherratt, 1995).   
 
Ces différentes informations ont permis d’établier un modèle expliquant ce qui se 
produit au niveau de l’ADN du terminus lors de sa ségrégation.  Ce modèle est 





Figure 23: Modèle de la ségrégation du terminus du chromosome et de la 
résolution des dimères chromosomiques.  FtsK est représentée en jaune.  XerCD 
sont représentées sous forme de cercles roses et blancs ou verts et noirs.  Une 
copie du chromosome est en bleue et l’autre en rose.  A) Après la réplication ce 
l’ADN, les chromosomes sont encore sous formes de caténanes et doivent être 
séparés.  FtsK se lie à l’ADN présent au septum et débute sa translocation.  B) 
Suite à la décaténation, si les chromosomes sont dimériques, il va y avoir encore 
de l’ADN au septum.  FtsK va donc poursuivre la translocation de l’ADN.  C) 
FtsK va cesser sa translocation lorsqu’elle va atteindre XerCD liées au site dif et 
activer XerD qui va débutée la recombinaison permettant de résoudre les dimères 
chromosomiques.  D)  Une fois les chromosomes monomérisés, la division cellule 




Dans le cas d’espèces ayant plusieurs chromosomes, le système Xer peut quand 
même être présent.  Dans ces espèces, il n’y a qu’une seule copie des gènes xerC 
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et xerD, et ils se retrouvent sur le chromosome le plus large.  Les sites dif de 
chacun des chromosomes sont différents, particulièrement au niveau de la région 
centrale.  Par contre, les nucléotides en positions -10, -7 à -4 et +4 à +9 ne varient 
pas entre les chromosomes (Carnoy et Roten, 2009).  Ceci a été confirmé 
expérimentalement dans le cas de V. cholerae.  La résolution des dimères 
chromosomiques s’y produit grâce à XerCD et elle est FtsK-dépendante pour les 
deux chromosomes (Val et al., 2008).  La divergence de la séquence de l’espaceur 
entre les deux sites permet d’empêcher une recombinaison entre les chromosomes.  
La séquence des sites dif est aussi importante pour empêcher la recombinaison 
FtsK-indépendante chez V. cholerae (Val et al., 2008). Une particularité 
intéressante de la présence de deux chromosomes au lieu d’un seul est que les 
réplicons plus petits vont former moins de dimères chromosomiques, ce qui fait en 
sorte que cette organisation du génome est avantageuse de ce point de vue (Val et 
al., 2008). 
 
Le système Xer est aussi utilisé pour la monomérisation de plasmides, et il s’agit 
en fait de la première fonction qui lui a été identifiée (Xer est un acronyme pour 
chromosomal ColE1 recombination function) (Stirling et al., 1988a).  Dans le cas 
du plasmide ColE1, cette recombinaison à lieu au site cer.  Elle utilise deux 
facteurs accessoires, ArgR et PepA (anciennement XerA et XerB), en addition aux 
protéines XerC et XerD. De plus, cette réaction est indépendante de FtsK 
(Summers et Sherratt, 1984; Stirling et al., 1988a; Stirling et al., 1988b; Stirling et 
al., 1989; Colloms et al., 1990; Blakely et al., 1993b; Recchia et al., 1999a).  La 
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séquence centrale de cer est présentée dans le tableau II.  Le site cer contient 
l’équivalent d’une ArgBox localisée à environ 200 paires de bases du point de 
recombinaison, ce qui permet la liaison de ArgR (Stirling et al., 1988b).  L’action 
de PepA ne nécessite pas son activité peptidase et dépend plutôt de sa capacité de 
se lier à l’ADN (McCulloch et al., 1994a; Charlier et al., 1995; Alén et al., 1997).  
Les séquences de liaison pour les facteurs accessoires du site cer permettent une 
organisation tridimensionnelle qui donne lieu à un filtre topologique.  Ce dernier 
fait en sorte que seulement les recombinaisons intramoléculaires désirables aient 
lieu (Summers et Sherratt, 1988; Colloms et al., 1996a; Colloms et al., 1997).  
Ceci est confirmé par le fait qu’il est possible d’obtenir de la recombinaison 
intermoléculaire en addition à celle intramoléculaire avec un site cer mutant ne 
nécessitant par la présence de ArgR et PepA (Summers, 1989).  La structure ainsi 
formée ne fait pas que promouvoir la recombinaison intramoléculaire, mais elle 
permet aussi de bloquer la recombinaison intermoléculaire (Guhathakurta et al., 
1996).  La synapse ne peut se produire que dans une structure très spécifique qui 
fixe aussi la réaction d’échange de brins (Colloms et al., 1997).  L’élément clé de 
cette structure est PepA et différents modèles existent pour tenter d’expliquer 
l’assemblage exact des facteurs accessoires et de XerCD au site cer (Alén et al., 
1997; Strater et al., 1999; Reijns et al., 2005).  Le besoin de facteurs accessoires 
est lié au fait que certains sites ont des différences dans la partie de leur séquence 
reconnue par les recombinases, ce qui se traduit par une plus faible affinité de 
liaison.  Cette plus faible affinité pour le site va causer une plus grande courbure 
au niveau de l’ADN et la recombinaison va donc nécessiter la présence de facteurs 
accesoires (Blake et al., 1997).  La recombinaison, toujours intramoléculaire, 
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débute avec un premier échange du brin supérieur catalysé par XerC.  Ceci va 
mener à la formation d’une jonction d’Holliday.  La présence de XerD est 
nécessaire pour que la réaction se produise, mais non son activité catalytique 
(McCulloch et al., 1994b; Colloms et al., 1996a).  L’intermédiaire de 
recombinaison ainsi formé va être résolu de façon RuvC-indépendante 
(McCulloch et al., 1994b). 
 
Un second site plasmidique est le site psi qui permet de remédier à la 
multimérisation du plasmide pSC101 (la séquence du site est dans le tableau II) 
(Cornet et al., 1994).  La recombinaison au site psi dans son emplacement naturel 
est similaire à celle qui a lieu à cer.  En effet, il y a un besoin de facteurs 
accessoires (PepA et ArcA) et le brin supérieur est le premier à être échangé par 
l’action de XerC.  Tout comme pour la réaction au site cer, la présence de XerD 
est nécessaire pour cette première étape, et ce même s’il s’agit d’un XerD inactif.  
Par contre, contrairement à la recombinaison à cer, il y a un second échange de 
brins catalysé par XerD.  Celui-ci donne lieu à la formation de caténanes ayant une 
topologie bien précise (Colloms et al., 1996a; Colloms et al., 1998).  La taille de 
l’espaceur n’est pas l’élément qui détermine si la recombinaison cesse après le 
premier échange de brins ou si elle se poursuit.  C’est plutôt sa séquence qui est 
importante pour progresser plus loin que la jonction d’Holliday (Colloms et al., 
1996a).  De plus, l’ordre des échanges de brins est déterminé par la structure 
formée par les facteurs accessoires, et reste le même si XerCD et psi sont 
remplacés par Cre et loxP (Bregu et al., 2002).  Une particularité du site psi est sa 
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capacité de remplacer dif dans la résolution des dimères chromosomiques, et ce 
sans avoir besoin de ses facteurs accessoires (Cornet et al., 1994). 
 
Outre son rôle dans la monomérisation des molécules d’ADN, le système XerCD 
peut aussi servir pour l’intégration de phages.  L’exemple le plus étudié est celui 
de CTX de V. cholerae. Ce phage s’intègre au niveau du site dif du plus grand 
chromosome de V. cholerae (dif1 ou attB) par l’action de XerCD de façon FtsK-
indépendante (Huber et Waldor, 2002).  Mais le tropisme du phage peut varier 
selon la souche et une insertion dans le second chromosome (ou même dans les 
deux chromosomes simultanément) est possible si la séquence du phage est 
appropriée (Das et al., 2010).  La séquence phagique utilisée pour l’intégration 
(attP) est composée de deux sites permettant chacun la liaison coopérative de 
XerC et XerD.  Ces deux sites sont séparés par environ 80 paires de bases, qui sont 
importantes pour l’intégration (McLeod et Waldor, 2004).   Le clivage au niveau 
du site dif1 est similaire à ce qui se produit pour celui à dif chez E. coli, puisque 
XerC clive le brin supérieur et XerD le brin inférieur à six paires de bases l’un de 
l’autre.  Mais au niveau d’attP, il y a 12 paires de bases entre les points de clivage, 
et ceux-ci peuvent être déplacés selon les substrats suicides utilisés.  Cette 
propriété démontre une flexibilité du clivage à attP (McLeod et Waldor, 2004).  
Les présences de deux sites au niveau d’attP et d’un clivage non-classique sont 
causées par le fait que l’intégration se produit en utilisant la forme monocaténaire 
(+) de l’ADN.  C’est donc l’appariement de ces sites de liaison qui va former un 
substrat pour la recombinaison.  Il y a une boucle centrale non-appariée dans cette 
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structure, ce qui explique pourquoi les distances entre les clivages ne 
correspondent pas avec la quantité d’ADN échangée (Val et al., 2005).  Cette 
réaction nécessite seulement l’activité catalytique de XerC et ce même si la 
présence de XerD est essentielle.  La réaction est donc arrêtée à la formation d’une 
pseudo jonction d’Holliday qui doit être résolue par un processus de l’hôte 
(présumé être la réplication).  En effet, un second échange de brins effectué par 
XerD aurait pour effet de rendre le chromosome linéaire (Val et al., 2005).  Un 
second échange de brin par XerC, qui empêcherait l’intégration, est bloqué par 
l’action de l’Endo III (Bischerour et al., 2012).  Cette glycolyase/lyase de l’ADN 
est normalement impliquée dans la réparation par excision des bases, mais elle agit 
ici sans utiliser son activité catalytique normale.  Endo III va se lier à la pseudo 
jonction d’Holliday et va la stabiliser en inhibant l’action de XerC sur celle-ci 
(Bischerour et al., 2012).  Ce mécanisme particulier mène donc à une intégration 
irréversible, car les deux sites présents dans le prophage ne permettent pas la 
recombinaison avec le site dif1 (qui est aussi l’attR produit par la recombinaison) 
(Val et al., 2005).  Ce modèle de recombinaison peut être visualisé dans la figure 
24.  Il est similaire à celui utilisé par la recombinase IntI des intégrons.  En effet, 
les sites attC des intégrons sont eux aussi formés par le repliement d’un brin 
d’ADN monocaténaire.  La région centrale d’attC est elle aussi non appariée dans 
ce système (revu dans Mazel, 2006).  
 
Il est même possible pour un phage satellite de s’intégrer dans une bactérie dif -, de 
supprimer le défaut de résolution des dimères chromosomiques et ensuite de 
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permettre l’intégration de CTX (Hassan et al., 2010).  L’intégration à dif1 par un 
phage de V. cholerae n’est pas un phénomène unique, puisque VGJ s’intègre 
spécifiquement à ce site (Campos et al., 2003).  Par contre, cette insertion utilise 
l’ADN double-brin du phage (Das et al., 2011).  Ce phénomène est aussi observé 
pour le phage f237 de V. parahaemoliticus (Iida et al., 2002). 
 
Il y a plusieurs autres exemples d’intégration de phage au niveau du site dif  dans 
des espèces n’appartenant pas au genre Vibrio.  Il y a l’intégration du phage 
filamenteux de Yersina pestis (Ypf), de Cus-1 chez E. coli O18:K1:7 et des 
phages Cf16-v1 et Lf de Xanthomonas campestris (Dai et al., 1988; Lin et al., 





Figure 24: La réaction de recombinaison entre le phage CTX et le site dif1 de V. 
cholerae.  Les bases qui diffèrent entre attP et attB sont indiquées en caractères 
gras.  Les ligations sont représentées par des arches noires.  (Tirée de Val et al., 





L’ilôt génétique gonococcal (GGI) présent chez la plupart des souches de 
Neisseria gonorrhoae aurait été introduit par une recombinaison entre le site dif 
bactérien et une séquence similaire de l’élément génétique.  Il pourrait être 
propagé par son excision catalysée par XerCD.  Le GGI est flanqué de deux 
séquences, difA et difB qui vont recombiner ensemble à une fréquence basse pour 
permettre l’excision de GGI et sa sécrétion hors de la cellule.  Le site difA est le 
site normalement actif chez cette bactérie, mais le site difB possède des mutations 
au niveau du site de liaison de XerD diminuant sa reconnaisance par le système 
Xer.  Il n’est pas encore déterminé si ces mutations se sont produites après 
l’insertion ou si elles proviennent de la séquence originale de l’élément génétique 
(Dominguez et al., 2011). 
 
XerC et XerD sont aussi capables d’agir comme des topoisomérases de type I.  Par 
contre, cette activité n’est possible que lorsqu’une seule des deux protéines est 
présente sur l’ADN, puisque les interactions entre XerC et XerD au niveau de 
l’ADN inhibe cette réaction (Cornet et al., 1997).  En présence de FtsK, XerC et 
XerD peuvent aussi permettre la décaténation en effectuant une série de 
recombinaisons au site dif.  À chacune des réactions, la topologie de l’ADN sera 
simplifiée d’un lien jusqu’à ce que les chromosomes soient séparés.  Ceci signifie 
que le système XerCD entier peut aussi agir comme une topoisomérase de type II 




Tout comme les recombinases Cre et Flp, il est possible d’utiliser XerCD comme 
outil pour effectuer l’excision (Xer-cise) de marqueurs après une insertion dans un 
gène.  Cette technique a comme avantage le fait que XerCD sont déjà exprimées 
par la bactérie sans modification génétique et qu’il n’est donc pas nécessaire de 
fournir une recombinase en trans (Bloor et Cranenburgh, 2006).  Cette méthode a 
depuis été adaptée pour permettre l’introduction de délétions sans marqueurs chez 




Les Streptococcus sont une des premières exceptions découverte par rapport au 
système Xer.  En effet, dans le groupe des Firmicutes, ils sont les seuls à ne pas 
contenir de séquences ayant une similarité significative avec le site dif de B. 
subtilis, tout en étant présente qu'une seule fois dans le génome et ce au niveau de 
la région du terminus où il y a changement dans le skew (Le Bourgeois et al., 
2007).  Pour tenter d'identifier un site dif alternatif, une recherche a été effectuée 
dans le but de comparer les séquences dans la région de 10 kb se situant au point 
de changement du skew.  De cette façon, un module génétique contenant une 
tyrosine recombinase de 356 acides aminées (xerS), et une séquence conservée de 
31 paires de bases ont été observées dans toutes les espèces de ce groupe.  Cette 
protéine est très différente par sa longueur et sa séquence des XerC et XerD 
connus,  La séquence d’ADN (voir figure 25) fut nommé difSL et possède très peu 
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de similarités avec les sites dif connus comme ceux de E. coli et de B. subtilis.  De 
plus, elle est située à environ 50 paires de bases du début de la séquence codante 
de la protéine (Le Bourgeois et al., 2007).  Malgré certaines études qui ont 
identifié un XerD chez S. pneumoniae, seulement la protéine XerS accompagnée 
de FtsK est nécessaire pour effectuer la recombinaison à difSL (voir la section 1.2.3 
pour son rôle) (Reichmann et Hakenbeck, 2002; Le Bourgeois et al., 2007).  Le 
système XerS/difSL est en mesure de remplacer le système XerCD/dif et est donc 
impliqué dans la résolution des dimères chromosomiques.  Cette idée est renforcie 
par le fait que la recombinaison par XerS est dépendante de la formation de ces 
dimères (Le Bourgeois et al., 2007).  D'ailleurs, pour que XerS soit capable 
d'effectuer une recombinaison au moins un des deux sites difSL doit se situer au 




Figure 25: Séquence consensus double-brin de difSL.  Les nucléotides sont 
identifiés allant de -16 à +14 avec le nucléotide au centre du site comme point 0. 
 
 
La liaison de XerS à difSL est asymétrique et coopérative.  En effet, la partie 
gauche du site est la seule permettant la liaison de XerS lors d'expériences sur des 
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demi-sites, et un complexe dimérique est rapidement formé sur un site complet.  
De plus, la liaison est plus efficace au niveau du site entier qu'au demi-site gauche.  
(Nolivos et al., 2010).  Cette liaison nécessite quelques nucléotides 
supplémentaires que le site minimal au niveau du demi-site droit.  Par contre, le 
contact avec ceux-ci est non-spécifique et ils ne sont pas conservés entre les 
espèces.  Ceci fait donc en sorte que la taille des demi-sites est plus similaire que 
ce qui a été prévu (Nolivos et al., 2010).  XerS protège l'ADN contre la DNAse sur 
toute la surface de difSL, incluant l'espaceur, mais augmente la sensibilité au 
clivage par la DNAse sur les nucléotides immédiatement hors du site.  Cette 
sensibilité accrue suggère une distortion de l'ADN à ces endroits (Nolivos et al., 
2010).  L'asymétrie de liaison a un impact au niveau des échanges de brins, 
puisque  le brin inférieur est échangé plus facilement à partir d'un substrat jonction 
d'Holliday.  Ceci signifie donc que c'est le monomère lié au demi-site pour lequel 
il possède le moins d'affinité qui va effectuer le premier clivage à l'aide de sa 
tyrosine en position 341 (en assumant un mécanisme en cis) (Nolivos et al., 2010). 
Contrairement à XerCD, l'effet de FtsK sur le clivage et l'échange de brins est 
inconnu, et ce même s'il a été clairement établi que FtsK joue un rôle primordial 
dans la recombinaison et empêcherait la formation de dimères par XerS. 
 
L'organisation de xerS/difSL dans le génome diffère beaucoup de celle qui est 
observée pour les systèmes Xer classiques.  La principale différence est la position 
rapprochée entre le site difSL et xerS, qui est plus similaire à celle observée dans 
des éléments mobiles.  Cette organisation, où difSL se situe possiblement entre xerS 
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et son promoteur, ou bien fait partie du promoteur, n'est pas nécessaire pour le bon 
fonctionnement du système.  La raison exacte de ce positionnement est inconnue, 
mais il a été suggérer que cela peut être lié à une auto-régulation de xerS ou bien à 
la prévention de l'insertion d'éléments génétiques au niveau de difSL (Le Bourgeois 
et al., 2007).  L’utilisation de deux recombinases de type Xer aurait comme 
avantage de permettre le transfert horizontal de gène tout en bloquant la 
recombinaison complète.  Ceci serait causé par le fait qu’une seule recombinase 
est nécessaire pour l’intégration tandis que les deux le sont pour la recombinaison. 
(Nolivos et al., 2010). 
 
3.3 XerH 
Les -protéobactéries ne présentent pas de sites dif similaires à ceux observées 
chez les autres protéobactéries. La seule exception étant un sous-groupe incluant 
Sulfurimonas denitrificans et les Sulfurovum.  Une protéine de type XerD est 
présente, mais avec un faible niveau d'homologie et une taille différente par 
rapport aux XerD classiques.  Mais aucun homologue de XerC n'est présent chez 
les -protéobactéries (Carnoy et Roten, 2009).  La protéine de type XerD fut 
renommé XerH et malgré ses similarités avec XerS (entre autre sa taille), les deux 
protéines ne sont pas homologues.  Une séquence similaire à difSL est présente 
chez ces bactéries et possède les qualités requises pour être considérée comme un 
site dif.  Ce site nommé difH possède un bas contenu G+C, se situe dans une 
région intergénique dans la région du terminus établie selon le skew, n'est pas 
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associé à des éléments génétiques spécifiques ni à un cadre de lecture ouvert et 
possède une structure palindromique.  Sa séquence est illustrée dans la figure 26.  
De plus, l'organisation de difH et de xerH au niveau du chromosome ressemble à 




Figure 26: Séquence consensus double-brin de difH.  Les nucléotides sont 
identifiés allant de -16 à +16 avec le point central du site comme point 0. 
 
 
Le site difH est constitué de deux régions hautement conservée (positions -9 à -3 et 
+4 à +9) séparées par une région variable (avec une exception en position +2) 
additionnées à deux nucléotides bien conservés en positions -16 et -12.  La région 
allant du nucléotide -9 au nucléotide -4 est palindromique avec celle allant des 
positions +4 à +9, tandis que les nucléotides -13, -3, +3 et +13 ne sont jamais en 
positions palindromiques (Debowski et al., 2012a).  La recombinaison au site difH 
ne nécessite que la présence de XerH et de FtsK.  Par contre il est possible 
d'obtenir de la recombinaison lorsque le système XerH/difH est transféré chez E. 
coli.  Ceci signifie donc qu'il y a soit une possibilité de recombinaison FtsK-
indépendante ou bien qu'il n'y a pas de spécificité d'espèces (Debowski et al., 
124 
 
2012a).  Les séquences KOPS de H. pylori ne sont pas connues, mais il a été 
proposé que l'octamère 5'-AGTAGGGG-3' soit celui qui guide la translocation de 
FtsK dans cette espèce (Debowski et al., 2012a).  Le remplacement du G en 
position -8 par un C ou des A en positions -7 à -4 par des T va bloquer la 
recombinaison.  Une mutation en position -3 va aussi affecter la recombinaison, 
mais de façon plus faible et non absolue  (Debowski et al., 2012a). 
 
En absence de XerH, il n'y a pas de filamentation observée chez H. pylori, et ce 
même si la croissance est plus lente que pour le type sauvage.  Ceci contraste avec 
ce qui est observé chez E. coli, mais il est possible d'expliquer ces différences par 
le fait que H. pylori ne possède pas d'homologue de SulA.  L’absence de cette 
protéine permettrait à la division de se poursuivre même si les chromosomes sont 
endommagés. En effet, la filamentation dépend de l’action de SulA chez E. coli.  
Une seconde explication serait que la vitesse de croissance plus lente de H. pylori 
fait en sorte qu'il n'y a pas de réplications à fourches multiples dans cette espèce.  
Celles-ci seraient un élément qui contriburait à la filamentation.  De plus, la 
surexpression de XerH mène au même effet, ce qui signifie que la régulation du 
niveau de XerH est importante (Debowski et al., 2012a).  Dans les mutants xerH
-
, 
il y a une plus grande quantité d'ADN qui correspond avec un défaut de 
ségrégation. Les cellules surexprimant XerH vont aussi contenir une plus grande 
quantité d'ADN.  Ceci veut dire qu'il y a soit une stimulation de l'initiation de la 
réplication par XerH ou plus probablement une interférence avec la bonne 





plus sensibles aux rayons UV ainsi qu'à la ciprofloxacine.  L'effet est similaire 
lorsque FtsK est délété, ce qui permet d'émettre l'hypothèse que l'interaction entre 
FtsK et XerH est importante.  Ces phénotypes sont liés à un rôle dans la résolution 
des dimères chromosomiques, puisque les dommages causés par ces agents vont 
augmenter la quantité de dimères et de caténanes.  De plus, puisque H. pylori ne 
possède aucun homologue pour parC et parE, il serait possible que XerH soit 
impliqué dans la décaténation de l'ADN, possiblement avec l’aide d’autres 
protéines.  Les effets de XerH ne se voient pas qu'au niveau de l'ADN, puisque les 




Les premières recherches bioinformatiques pour tenter d'identifier un système Xer 
chez les archaea ont montré que la majorité de leurs génomes contient une seule 
protéine homologue à XerCD et aucun homologue à FtsK (Serre et Duguet, 2003).  
Ces tyrosine recombinases sont nommées XerA et vont agir au niveau d'un site dif.  
Ce dernier est plus similaire à ceux du système classique que de ceux des systèmes 
XerS/difSL et XerH/difH.  Les motifs permettant la liaison à dif sont bien 
conservés, même si les acides aminés clés pour la spécificité de liaison sont 
différents (Cortez et al., 2010).  Les sites dif des Thermococcales sont similaires 
aux sites dif classiques et sont bien conservés dans cette famille, particulièrement 
dans les régions les plus rapprochées du centre des répétitions inversées (voir 
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figure 27).  Le positionnement du site dans le génome est variable à cause d'une 
propension aux réarrangements chromosomiques chez ces espèces, mais il reste 
toujours dans la région du terminus (Cortez et al., 2010).  Malgré l'absence 
d'homologue de FtsK, une courte séquence est surreprésentée dans le génome tout 
en ayant un patron de skew comparable à KOPS.  Cette séquence (5'-GTTG-3') est 
nommée ASPS (Archaea Short Polarized Sequences) et pourrait servir un rôle 
équivalent aux KOPS si une protéine de type translocase analogue à FtsK est 





Figure 27: Séquence consensus double-brin du site dif des Thermococcales. Les 




La protéine XerA de Pyrococcus abyssi est en mesure de se lier de façon 
spécifique au site dif de cette espèce et d'y former un complexe dimérique.  
Ensuite, elle va catalyser la recombinaison entre deux sites, et ce même s’ils se 
situent sur des plasmides.  Cette réaction peut donner lieu à des intégrations ou à 
des résolutions selon les substrats utilisés.  Il n'y a pas un besoin pour un facteur 
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accessoire, mais il n'est pas impossible qu'une autre protéine soit impliquée dans la 
régulation in vivo du système (Cortez et al., 2010). 
 
Chez les Sulfolobus, qui possèdent plusieurs origines de réplication, un site dif 
similaire est identifiable en une seule copie.  Une exception à cette règle est S. 
solfataricus, où il y a plutôt deux copies du site.  Par contre cette seconde copie 
n'est en mesure  de permettre la liaison que d'une seule recombinase (Cortez et al., 
2010; Duggin et al., 2011). Ce site est actif dans des recombinaisons 
intermoléculaires et intramoléculaires, et ce en présence de XerA sans autres 
facteurs accesoires (Duggin et al., 2011).  Contrairement aux autres espèces, le site 
dif des Sulfolobus n'est pas situé dans la région de terminaison de la réplication et 
est même répliqué relativement tôt.  En fait, la terminaison chez ces espèces est 
différente et se produit par des collisions aléatoires des fourches de réplication 
(Duggin et al., 2011).  Ceci fait en sorte que la terminaison de la réplication et la 
résolution des dimères chromosomiques sont distinctes et qu'il y a probablement 
un mécanisme encore inconnu en action chez les Sulfolobus (Duggin et al., 2011).  
En absence de XerA, la vitesse de croissance est diminuée, les cellules sont plus 
volumineuses et elles contiennent une plus grande quantité d'ADN, et un plus 
grand nombre de cellules anucléées est observable.  Ces phénotypes sont 





Tout comme les protéines Xer classique, les différents xerA ne sont pas 
positionnés à proximité du site dif chez la plupart des archaea.  La principale 
exception étant les Sulfolobus, où le site dif est situé à proximité de xerA.  De plus, 
une séquence conservée de 13 paires de base est présente sur un des côtés de dif, 
mais son rôle, s’il y en a un, est toujours inconnu (Cortez et al., 2010). 
 
 
4. Projet de doctorat 
Avant le début de ce projet, les seules informations disponibles sur le système Xer 
de S. suis était l’effet de la délétion de la seule protéine de type Xer identifiable 
dans cette espèce.  Suite à l’identification du site difSL et la confirmation qu’il n’y 
avait pas de seconde recombinase impliquée, nous avons décidé de caractériser ce 
système plus en détails.  Nous avons voulu ensuite le comparer au second système 
Xer à une seule recombinase connus à ce jour chez les bactéries, soit XerH/difH. 
 
Notre hypothèse est que les systèmes Xer à une seule recombinase sont similaires 
et utilisent le même mécanisme pour compléter la résolution des dimères 
chromosomiques. Pour tenter de confirmer ou infirmer cette hypothèse nous avons 
utilisés différentes procédures dans le but de cloner les sites de recombinaison, de 
surexprimer et de purifier les protéines et d’observer les interactions in vitro entre 
les protéines et l’ADN, au niveau de la liaison et du clivage.  Nous avons aussi 
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testé l’effet de mutations au niveau de la tyrosine présumément catalytique.  Des 
expériences de recombinaison in vivo ont aussi été utilisées pour mieux 
caractériser ces systèmes. 
 
Ces expériences serviront à décrire un nouveau groupe dans la grande famille des 
tyrosine recombinases, soit les systèmes Xer à une seule protéine.  Ce groupe est 
en contraste avec ce qui est connu à ce jour, et à première vue pourrait avoir plus 
de similarités avec des systèmes comme Cre/loxP et Flp/FRT, plutôt qu'avec le 




Le premier article présente une étude sur le système Xer de S. suis.  Dans celui-ci, 
une liaison asymétrique et coopérative est observée pour XerS au site difSL.  Une 
liaison au demi-site droit n’est pas observée lorsque ce dernier est pris 
individuellement.  De plus le clivage est préférentiel au demi-site droit.  Lorsque 
xerS est muté, S. suis va former de long filaments  
Dans cet article, j’ai effectué les expériences mentionnées, sauf le clonage de XerS 
et la mutation de XerS qui ont été effectué par Fuli Jia.  J’ai aussi écrit la majorité 
de l’article. George Szatmari a participé à l’élaboration des expériences, l’analyse 
des données et l’écriture de l’article, tout en fournissant le support financier. 
 
Cet article a été publié en 2011 dans FEMS Microbiology Letters (Volume 324 (2), 
pp. 135-141).  
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XerC and XerD are members of the tyrosine recombinase family and mediate site-
specific recombination which contributes to the stability of circular chromosomes 
in bacteria by resolving plasmid multimers and chromosome dimers to monomers 
prior to cell division.  Homologues of xerC/xerD genes have been found in many 
bacteria, and in the Lactococci and Streptococci, a single recombinase called XerS 
can perform the functions of XerC and XerD.  The xerS gene of Streptococcus suis 
was cloned, overexpressed and purified as a maltose binding protein fusion.  The 
purified MBP-XerS fusion showed specific DNA binding activity to both halves of 
the dif site of S. suis and covalent protein-DNA complexes were also detected with 
dif site suicide substrates.  These substrates were also cleaved in a specific fashion 
by MBP-XerS, generating cleavage products separated by an 11 bp spacer region, 
unlike the traditional 6-8 bp spacer observed in most tyrosine recombinases.   











The Xer site-specific recombination system is encoded by the circular 
chromosomes of many bacteria and functions to ensure that both circular 
chromosomes and multicopy plasmids are monomeric before their segregation to 
daughter cells at cell division (Sherratt et al., 1995).  The XerC/XerD proteins are 
tyrosine recombinases which cooperatively bind to specific 11bp consensus 
sequences that are separated by a 6- to 8-bp central region at the borders of which 
the DNA strands are cleaved and exchanged (Blakely et al., 1993).  In 
recombination mediated by tyrosine recombinases, DNA strands are cleaved and 
rejoined through the formation of a transient DNA-protein covalent intermediate 
involving a conserved tyrosine as the catalytic nucleophile.  To ensure that the 
correct order of strand exchanges occur at the right time and location, the dif site 
must be located at the terminus of the E. coli chromosome and the C-terminal 
region of the FtsK protein is required to stimulate the strand exchange activity of 
XerD (Steiner et al., 1999; Barre et al., 2000; Yates et al., 2006). The translocation 
activity of FtsK is essential to make sure that the products of the Xer 
recombination are unlinked and that chromosome dimer resolution can proceed 
successfully (Grainge et al., 2011). 
 
Recently, new studies have shown that a novel Xer recombination machinery is 
present in Firmicutes, in some -proteobacteria and in the Archaea (Le Bourgeois 
et al., 2007; Carnoy and Roten, 2009; Cortez et al., 2010; Duggin et al., 2011).  
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These bacteria possess only a single Xer protein that differs in primary sequence 
and in length with the other members of the XerCD family of recombinases.  (Le 
Bourgeois et al., 2007).  In the Lactococci and Streptococci, the binding and strand 
exchange activities of XerS are asymmetrical, with preferential binding to the left 
part of the difSL site and preferential exchange of the bottom strand (Nolivos et al., 
2010).  These authors suggest that FtsK may be needed to bring the dif sites 
together, but not to directly activate the strand exchange activity (Le Bourgeois et 
al., 2007; Nolivos et al., 2010). 
 
The Xer recombinases, in addition to chromosome dimer resolution can play other 
roles in the cell, as shown by their roles in the integration of the CTX phage in the 
genome of Vibrio cholerae (McLeod and Waldor, 2004) and in the maintenance of 
the 57-kb Gonococcal Genetic Island (Dominguez et al., 2011).  In order to fully 
understand the role of the XerS recombinase in the growth of S. suis, we cloned, 
overexpressed and purified it as an MBP fusion protein. The DNA binding activity 
and the characterization of the initial steps of recombination performed by this 
protein were performed. We identified the exact position of XerS-mediated dif 
cleavage on suicide substrates, and characterized the growth and morphology of 






2. Materials and methods 
2.1 Bacterial strains and plasmids 
The S. suis strain used in this study was strain S735 of serotype 2.  E.coli strains 






 ΔlacZM15/fhuA2 Δ(lac-proAB) glnV zgb-210::Tn10 
(Tet
R
) endA1 thi-1 Δ(hsdS-mcrB)5 and E. coli VE6838 (Mora et al., 2004) were 
used for cloning and plasmid purification.  For overexpression of maltose-binding 





 xerC::miniMu PR13 (Colloms et al., 1996) and NEB T7 express fhuA2 





) endA1 Δ(mcrC-mrr)114::IS10 [miniF-lacIq(CamR)]  were used.  
 
For overexpression and purification, the xerS gene (Genbank accession number 
YP_003026703) was amplified and cloned into plasmid pMalC2 (NEB).  The 
thermosensitive suicide plasmid pBEA756 (Fittipaldi et al., 2007) was used to 
insertionally inactivate the S .suis xerS gene.  An internal fragment of the xerS 
gene of S. suis was amplified by PCR and cloned into the EcoRI site of pBEA756. 
Plasmid pGhost9 (Maguin et al., 1996) was used as the cloning vector for the 
complementation of the S. suis mutants. The complete xerS gene with its native 






2.2 Growth conditions and DNA manipulations 
E.coli strains were routinely grown in LB broth or plated on LB agar, containing 
the appropriate antibiotics when required.  Ampicillin was used at 100 μg mL-1, 
kanamycin at 50μg mL-1 and erythromycin at 150 g mL-1.  S. suis was grown in 
Todd-Hewitt broth (THY, Oxoid) or agar (THA) with 1% yeast extract (Difco) 
with kanamycin (400μg mL-1) and erythromycin (5 g mL-1) supplied when 
required.  Restriction enzymes, Taq DNA polymerase, Vent DNA polymerase, 
Phusion DNA polymerase, T7 polynucleotide kinase, Antarctic phosphatase and 
T4 DNA ligase were obtained from New England Biolabs (NEB) and used 
according to the supplier’s conditions.  All routine DNA manipulations were 
performed as described in Jouan and Szatmari (2003). DNA fragments were 
extracted from agarose gels using the QIAquick gel extraction kit or QIAEXII gel 
extraction kit (Qiagen). DNA fragments were purified by using QIAquick PCR 
purification kit (Qiagen). Genomic DNA of S. suis was prepared using the DNeasy 
Tissue Kit (Qiagen).  Plasmids were extracted from S. suis using the QIAquick 
miniprep kit with the following modification: cell pellets were suspended in P1 
buffer; a final concentration of 1mg/ml lysozyme was added and incubated for 
30min at 37ºC.  Southern hybridizations were done according to Sirois and 
Szatmari (1995). 
 
PCR reactions were performed using a CyclePro Thermocycler (Biometra) with 
either Vent DNA polymerase or Phusion DNA polymerase (NEB).  The S.suis 
xerS gene was amplified using primers SsuisXerCFwd (GATGA 
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GACGCGAGTTATTATTGG) and SsuisXerCRev (TCACAACTGATCC 
AGAGCAT). The S. suis xerS gene with its native promoter was amplified using 
SsuisXerCFullFwd (CAAACCGCATTGCTCTGCCG) and SsuisXerCFullRev 
(GGACCAGTACCCAGCAGTC). An internal sequence of the xerS gene was 
amplified using the primers: SSXerCinF (CTATGAATT 
CGGGAGCGTCCCTTGCT) and SSXerCinR (CTTCGAATTCGGCAGACCA 
CGGTATTCG). The S. suis dif region was amplified with  Dif-SL-F 
(TTCCAGTTTTGTCGTTATTAAAGTAC)  andDif-SL-R (TTTCTTTTAGTT 
GATCAATTTTTTCC) and cloned in the SmaI site of pUC19 to generate 
pUCdifSL,which was used to generate partial deletions of the difSL site using 
Phusion site-directed mutagenesis (NEB).  Primers DifSLDSGF 
(CTTATATAAGGTTATGCTATCTACTCATAT) and DifSLDSGR 
(TTATAGTTTTTCGGAAAAATGTTTGTGGG) were used to delete the right 
half-site of difSL and DifSLDSDF (ACTATAATTTTCTTGAAACTT 
ATAGGTTATGCT) and DifSLDSDR (GTTTGTGGGGATATTAGAAA 
GATAACC) were used to delete the left half-site of difSL.  DNA binding substrates 
for mobility shift assays were amplified using the M13F and the 5’ HEX-labeled 
M13R universal sequencing primers.  All cloned PCR products were verified by 
sequencing at the IRIC genomic facility of the Université de Montréal. 
 
2.3 Protein production and purification 
The S. suis xerS gene was amplified by PCR using Vent polymerase as described 
previously, cloned into pMalC2 and the resulting plasmid was used to transform E. 
coli strain DS9029.  The protein was expressed as an MBP fusion to increase its 
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solubility.  Cells were incubated in autoinducible media (Studier, 2005) at 37ºC 
overnight, and cell extracts were passed through an amylose column prepared 
according to the manufacturer’s directions or were purified on a MBP-trap column 
(GE Healthcare) according to the manufacturer’s directions.  Proteins were 
separated by SDS-PAGE on 14.5% gels and visualized by Coomassie blue 
staining.  Protein concentrations were estimated by the Nano-drop 
spectrophotometer (Thermo Scientific).  
 
2.4 DNA-binding assay 
Specific DNA binding was determined by the gel retardation assay (Jouan and 
Szatmari, 2003) using specific fragments labeled at the 5’ end with 6-HEX using 
PCR.  DNA binding assays were performed in 20 l volumes using TENg buffer 
(20mM Tris-HCl, pH 7.5, 1mM EDTA, 25mM NaCl and 5% glycerol) with 1µg 
polydIdC (average mol.wt. 20,000 bp; Roche) and HEX-labeled dif sites.  
Detection was done with the Typhoon 9410 imager and images were analysed by 
Imagequant software (GE Healthcare). 
 
2.5 Reactions with suicide substrates 
Nicked suicide substrates (Fig. 2C) were prepared as described by Blakely et al. 
(1997). The left half of the top-nicked (TN) substrate contained either a 5’ 6-HEX 
or a 3’ FITC label, whereas the right half of the bottom-nicked substrate was 
labeled in a similar fashion.  98 ng of the 5’ HEX-labelled TN or BN suicide 
substrates were incubated in 20l reaction volumes containing TDMNG buffer 
139 
 
(50mM Tris pH 7.5, 5mM DTT, 75mM MgCl2, 25mM NaCl and 25% glycerol) in 
the presence of 1.5 mM MBP-XerS each in the presence of 1g poly dI-dC.  After 
a 60 minute incubation at 37
o
C, reactions were stopped with 5l of 2% SDS and 
5l of Orange loading dye (NEB), incubated at 100oC for 10 minutes and then 
electrophoresed in a 6% TBE gel in the presence of 0.1% SDS, and scanned with a 
Typhoon imager. 
     The difSL cleavage site was determined using 98 ng of the 3’ FITC-labelled TN 
or BN suicide substrate and was incubated in 20 l of TDMNG buffer in the 
presence of variable concentrations of MBP-XerS in the presence of 1g poly dI-
dC.  After a four hour incubation at 37
o
C, reactions were stopped with 20l of 
formamide, incubated at 75
o
C for two minutes and then electrophoresed in a 20% 
polyacrylamide TBE gel with 6M urea, and scanned with a Typhoon imager. 
     Molecular weight ladders were prepared by chemical degradation of the 3’ 
FITC-labelled oligonucleotides following the G+A chemical sequencing protocol 
(Bencini et al., 1984).  Under the conditions used, cleavage was observed at each 
nucleotide position, generating a ladder of fragments differing by a single 
nucleotide. 
 
2.6 Inactivation of the S. suis xerS gene and morphological analysis 
     The thermosensitive plasmid pBEA756 was used to inactivate the xerS gene of 
S.suis (Fittipaldi et al., 2007).  An internal sequence of the xerS gene was 
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amplified by PCR and cloned into the EcoRI site of pBEA756, forming the 
plasmid pBEAXerCint. Plasmids were then electroporated into S. suis (prepared 
according to Pullianen et al., 2003) using a BioRad gene pulser using 0.2cm 
cuvettes at 2.5 kV. Immediately after the pulse, 1ml of cold THY medium 
supplemented with 0.3M sucrose was added and the samples were incubated at 
28ºC for 3h, and spread on a THA plate containing 1% yeast, 400µg mL
-1
 
kanamycin and incubated at 28ºC. The resulting transformants were then grown in 
THY broth overnight with kanamycin selection at 28ºC.  Aliquots of overnight 
cultures were spread on selective THA plates and incubated at 37ºC to inactivate 
the gram-positive origin. Cells which remained kanamycin-resistant, presumably 
had integrated the plasmid into the chromosome by homologous recombination at 
the xerS locus, inactivating the gene. This was confirmed by Southern blot 
analysis, using genomic DNA prepared from kanamycin-resistant cultures using 
the DNeasy tissue kit.  Complementation of the xer
-
 phenotype was observed after 
re-introducing a cloned xerS gene with its promoter into pGhost9, and 
electroporating the construct into xerS mutant cells.  
 
Wild type and xerS mutant cells from overnight cultures were prepared for 
microscopy by fixing aliquots of the culture in a mixture of 100μl 16% 
formaldehyde and 0.4μl 25% gluteraldehyde followed by a 5min centrifugation at 
5,000 rpm and washed 2-3 times in 1ml PBS.    25μl samples were dropped on the 
slides and covered with poly-lysine-treated coverslips, and were examined by DIC 
(differential interferential contrast, also named Nomarski) microscopy using a 
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Nikon TE2000U fluorescence inverted microscope with a Nikon Plan Apo NA 1.4 
100х objective.  Images were captured using a Photometics CoolSnap HQ 12-bit 
CCD black and white camera and were analysed using Metamorph ver6.3 





 3.1 XerS binds specifically to DNA  
The S.suis xerS gene and its difSL site were identified by sequence analysis (Le 
Bourgeois et al., 2007), amplified by PCR, and cloned into plasmid vectors.  The 
binding activity of S. suis MBP-XerS to difSL was analysed by gel retardation 
assays.  In binding reaction mixtures, increasing quantities of MBP-XerS were 
added to 3.8 pM DNA with 1 g (3.8nM) polydIdC competitor.  Three retarded 
bands were observed at protein concentrations of 9.38 nM (Fig. 1A) with stronger 
retarded bands observed with increasing concentrations of MBP-XerS, and with 
two of them very close to each other. No retarded bands were observed when 
using labeled non-specific DNA (data not shown). In addition, substrates with one 
of the two putative binding sites deleted were also constructed by site directed 
mutagenesis and tested.  Binding to the half-sites was much weaker, with the only 
clear band observed for the substrate with the left half of the binding site.  At the 
same concentration of protein, binding was stronger to the full length site 
compared to the left half site alone (Fig. 1). 
3.2 Activity of the XerS protein on suicide substrates 
The ability of XerS to form covalent complexes with the difSL site was tested using 
suicide substrates with a nick introduced in the middle of the sequence either in the 
top (TN) or bottom strand (BN) (Fig. 2C).   These substrates ‘trap’ recombination 
intermediates after recombinase-mediated cleavage close to the centrally-
positioned nick, generating a small fragment which diffuses away, leaving the 
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remaining phosphotyrosine-linked intermediate unable to complete the subsequent 
ligation reaction during strand transfer.  The formation of covalent complexes was 
observed for both the top strand nicked and bottom strand nicked substrates, with a 
higher intensity for the bottom nicked substrate (Fig. 2A).  The covalent 
complexes were not observed using XerS
Y314F
, an active-site tyrosine mutant that 
was constructed by site-directed mutagenesis (data not shown).  The exact 
positions of XerS-mediated cleavage on difSL on either the top or bottom-nicked 
suicide substrates was performed using substrates with an FITC label placed at the 
3’ end of the internal nick (Fig. 2C).  A 5 bp fragment was visible when incubated 
with wild-type MBP-XerS protein using the top nicked substrate and a 6 bp 
fragment was visible with the bottom nicked substrate (Fig. 2B), indicating that the 
cleavage sites of difSL are separated by 11 bp (Fig. 2C).  No cleavage was observed 
when the XerS
Y314F
 mutant was used instead of the wild-type protein (data not 
shown). 
3.3 Inactivation of the S. suis xerS gene 
The vector pBEA756 possesses both gram-positive thermosensitive (Ts) and 
ColE1 replication origins.  An internal fragment of the S. suis xerS gene was 
generated by PCR and cloned into this vector, generating the plasmid 
pBEA756XerCint. This plasmid was then successfully introduced into S. suis by 
electroporation as described in section 2.2.  At the restrictive temperature (37ºC), 
homologous recombination events were selected for by maintaining growth in the 
presence of kanamycin.  A single crossover event between the cloned xerS gene on 
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the plasmid and the chromosomal copy of xerS resulted in the inactivation of the 
xerS gene, which was confirmed by PCR and by Southern blot (data not shown). 
 3.4 Phenotypic analysis of an xerS mutant of S. suis  
Microscopic analysis of xerS mutant cells showed a significant increase in average 
chain length, with  most of wild-type cells being 5 to 10 cells long, while mutants 
were more than 10 cells long; in addition, extremely long chains, containing more 
than 30 cells, were also observed (Fig. 3).  The reintroduction of a functional xerS 
with pGXerCF (pGhost9) restored the wild type phenotype (data not shown).   
 
4. Discussion 
In this report, we described the purification and inactivation of the S. suis xerS 
gene and its MBP-fused product.  The S. suis XerS recombinase was 
overexpressed and purified as a maltose binding protein fusion, as previous work 
with XerCD recombinases has indicated that the N-terminal MBP moiety has no 
significant effect on Xer binding, cleavage or strand transfer activity ( Blakely et 
al., 1997; Blakely et al., 2000; Neilson et al., 1999; Villion and Szatmari, 2003).  
The difSL site was located about 50 bp before the start of the xerS coding region, as 
was found for most of the lactococci and streptococci (Le Bourgeois et al., 2007).  
In addition, XerS of S.suis displays 70% identity and 82% similarity to XerS of 
Lactococcus lactis (Le Bouregois et al., 2007).  Specific binding of difSL was 
detected at MBP-XerS concentrations of 3.43 nM and above, in the presence of a 
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1000-fold molar excess of poly dIdC competitor (Fig. 1A).  The observation of 
more than one complex suggests that MBP-XerS is binding to both half-sites of 
difSL, which is consistent with other systems using one recombinase like Flp and 
Cre.  Binding to the left half-site was detected, while virtually no retarded bands 
were visible in reactions on the right half-site (Fig. 1B and 1C), in agreement with 
results found by Nolivos et al. (2010) on the lactococcal difSL site.   The faster 
migrating bands correspond to the binding of a single XerS monomer on the DNA 
while the slower migrating forms correspond to the binding of two or more XerS 
protomers on the DNA. The additional retarded complexes seen with the difSL left 
half-site are most likely additional monomers binding to the complex via protein-
protein interactions.  At the same concentration of protein, binding to the full 
length site gives a stronger signal than binding to the left half-site.  It is possible 
that a first monomer of XerS binds to the left part of the difSL site and then 
immediately recruits a second monomer that will then be able to bind on the right 
part of the difSL site to form a complex on the DNA.  The binding is cooperative, 
and at lower concentrations of proteins, binding of a second XerS to the right half 
could be stabilizing the complex to prevent dissociation of XerS.   
The XerS protein is able to form covalent complexes with both top strand 
nicked and bottom strand nicked DNA substrates, which are formed after cleavage 
of the dif site.  Using either 5’ or 3’-labeled suicide substrates, the bottom-nicked 
substrate is cleaved preferentially.  In a surprising finding, the points of XerS-
mediated cleavage indicate that the central region of the difSL site is comprised of 
an 11 bp spacer, as compared to the 6-8 bp central region found in most tyrosine 
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recombinase recombination sites. Although an 11 bp spacer region has never been 
observed in classic XerCD/dif systems, a 12 bp spacer has been observed in XerC-
mediated phage CTX integration in Vibrio (Val et al., 2005).  It is not likely that 
the additional N-terminal MBP moiety is responsible for this enlarged spacer 
region, as the catalytic residues responsible for cleavage lie at the C-terminus of 
XerS, and previous work with XerCD recombinases (with a 6bp spacer region) has 
shown that recombinases with an N-terminal MBP region still cleave DNA at the 
same positions as those without MBP fusions (Blakely et al., 1997; Blakely et al., 
2000; Neilson et al., 1999). 
     This suggests that the difSL site of S. suis can be split in three regions, a left 
binding site (ATTTTTCCGAA), a central spacer (AAACTATAATT) and a right 
binding site (TTCTTGAAA).  The two putative binding sites are asymmetric as 
the putative left binding side is two nucleotides longer.  But previous experiments 
indicate that the XerS protein also binds DNA outside of the conserved difSL 
sequence in a non sequence specific manner (Nolivos et al., 2010), which probably 
compensates for the shorter binding site.  Comparison of the  difSL left half site ( 
ATTTTTCCGAA )  with the reverse complement of the right half site 
(TTTCAAGAA ) shows  conserved TTTC and GAA motifs, separated by a single 
nucleotide for the left site and two nucleotides for the right half site.  It is possible 
that the recombinase contacts the DNA at the consensus, but the additional 
nucleotide at the right half site may hinder XerS binding without the help of a 
XerS monomer bound to the left half site to either bend the DNA or change the 
conformation of the second XerS monomer to allow binding.  This asymmetric 
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mode of binding could also activate the monomer bound to the right half site and 
is a likely explanation for the preferential cleavage of the bottom strand nicked 
substrate (Fig. 2A) and the preferential exchange of the bottom strand (Nolivos et 
al., 2010).  
 Inactivation of the S. suis xerS gene generated mutants that were viable but grew 
with a considerably longer generation time compared with wild-type S. suis (data 
not shown).  Mutants also had a tendency to grow in longer chains of cells (Fig.3).  
It is quite possible that the lower growth rate of the xer mutants might be related to 
a defect in chromosome segregation, as suggested by Chalker et al. (2000). 
Nucleoid morphology was investigated by DAPI-staining wild-type and mutant 
cells, and no significant morphological changes were seen, although anucleate 
cells were observed in about 10% of the population (data not shown).  In coccus 
bacteria, dimensional changes resulting from perturbation of chromosome 
segregation may be rather subtle as they have the potential to occur in more than 
one plane, and this may explain why microscopy was insufficiently sensitive to 
detect the morphological changes.  The sequence of XerS does not show any 
amino acid similarities to proteins involved in either septum formation/contraction 
or cell wall degradation, making a chromosomal segregation defect the most likely 
cause of the ‘chainy’ phenotype.  A similar phenotype was observed with divIVA 
mutants of S. pyogenes (Fadda et al., 2006).  Interestingly, this protein has been 
shown to interact with the cell division protein FtsK.  Our initial results (data not 
shown) have indicated protein-protein interactions between FtsK and XerS.  
Nolivos et al. (2010) have also found interactions between these proteins in 
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Lactococcus lactis.  Future investigations of the catalytic activity of XerS and its 
interaction between FtsK and other cellular proteins and DNA will allow us to 
determine how Xer recombination is regulated in these medically-important 
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7. Figure Legends 
Figure 1.  DNA binding activity of XerS on (A) complete difSL site; (B) difSL 
lacking the right half site and (C) difSL lacking the left half site.  All three 5% 
polyacrylamide/0,5X TBE gels contained equivalent 2-fold dilutions of MBP-
XerS ranging from 300 nM (lanes 2A,2B,2C) to 9.38 nM (lanes 7A,7B 7C).  The 
difSL sites were amplified by PCR utilising a 5’ 6-Hex-labelled primer; 15 ng of 
purified PCR product was used in each 20 l binding reaction.  Solid triangles 
indicate positions of DNA specifically retarded by MBP-XerS.  The sequence of 
the complete difSL site is shown in (D), with arrows indicating the position of the 
left and right half-sites. 
 
Figure 2.  XerS activity on suicide substrates.  (A)  Substrates consisted of 3 
annealed oligonucleotides, either containing a top nick or a bottom nick (nick 
position is indicated as the centrally-located triangle in (C).  The top-nicked (TN) 
substrate was 5’ 6-HEX-labelled at the circled A residue on the top strand; the 
bottom-nicked substrate was 5’-6-HEX-labelled at the circled T residue on the 
bottom strand.  20 l reaction mixtures containing 98 ng of TN or BN substrates 
were incubated with 1.5 M MBP-XerS for 60 minutes and heated to 95ºC for 10 
minutes prior to loading on a 5% polyacrylamide gel run in 1% SDS in Tris-borate 
buffer.  (B)  The cleavage site was determined using TN or BN substrates 
containing a 3’ FITC label (boxed T residues on top and bottom strands).  
Reactions containing 98 ng of substrate and 1.1, 2.2 or 4.4 M (lanes 3,4,5 and 
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9,8,7, respectively) of MBP-XerS were incubated for  240 minutes prior to 
electrophoresis on a 20% TBE-6M Urea polyacrylamide gel.   Lanes 1 and 10 
contain suicide substrate without added protein.  Size markers (lanes 2 and 6) were 
generated by chemical degradation of the appropriate 3’-FITC labelled 
oligonucleotide. (C)  DNA sequence of S.suis difSL sequence, with the arrows 
indicating the position of the top and bottom strand cleavages. 
 
Figure 3.  Cellular morphology of wild type and xerS mutants of S. suis, as 



















Le second article présente une étude sur le système Xer de C. jejuni.  Ce système 
est différent des autres systèmes Xer à une seule recombinase connus à ce jour.  
Dans cet article, il est démontré que la liaison de XerH à difH est faiblement 
coopérative et qu’elle est presque égale aux deux demi-sites.  Par contre, le clivage 
est asymétrique, puisque le brin inférieur est clivé de façon préférentielle.  Il est 
aussi démontré que XerH peut catalyser une recombinaison entre deux sites difH 
placés sur un plasmide lorsque le tout est exprimé chez E. coli. 
 
J’ai effectué toutes les manipulations et expériences décrites dans cet article, la seule 
exception étant le clonage original de XerH par Zoulikha Rezoug.  J’ai aussi participé 
à l’analyse des données et écrit la majorité de l’article.  Zoulikha Rezoug a contribué à 
l’élaboration du projet ainsi qu’à l’écriture de l’article.  George Szatmari a participé à 
l’élaboration des expériences, l’analyse des données et l’écriture de l’article, tout 
en fournissant le support financier.  
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The Xer/dif site-specific recombination system resolves chromosome 
dimers into monomers using two tyrosine recombinases, XerC and XerD, to 
perform the recombination reaction at the dif site which consists of 28 to 30 bp. 
However, single Xer recombinase systems have been recently discovered in 
several bacterial species.  In Streptococci and Lactococci a single recombinase, 
XerS, is capable of completing the monomerisation reaction by acting at an 
atypical dif site called difSL (31 bp). It was recently shown that a subgroup of ε-
proteobacteria including Campylobacter spp. and Helicobacter spp. had a 
phylogenetically distinct Xer/dif recombination system with only one recombinase 
(XerH) and an atypical dif motif (difH).   In order to biochemically characterize 
this system in greater detail, C. jejuni XerH was purified and its DNA binding 
activity was characterized.  The protein showed specific binding to the complete 
difH site and to both halves separately.  It was also shown to form covalent 
complexes with difH suicide substrates.  In addition, XerH was able to catalyse 









A large number of bacteria and archaea possess a circular chromosome 
that, during DNA replication, forms concatenated replicons because of crossovers 
during homologous recombination (Sherratt, 2003; Lesterlin et al., 2004; Carnoy 
et Roten, 2009; Cortez et al., 2010; Duggin et al., 2011). This event occurs in 10 to 
15% of bacteria and requires resolution of the chromosome dimers by the Xer/dif 
site specific recombination system. This system usually comprises two tyrosine 
recombinases, XerC and XerD (37% amino acid identity), that act in concert at a 
recombination site, dif (Deletion Induced Filamentation), located in the replication 
terminus. Each recombinase binds to their respective specific 11-bp sequences that 
flank a 6-bp central region (Blakely et al., 1991; Blakely et al., 1993a; Sherratt, 
2003). An important cell division protein, FtsK, spatially regulates the 
recombination process by its N-terminal domain that localizes it to the septum and 
by its C-terminal domain that permits translocation of the DNA to the septum by 
recognizing polarized sequences (KOPS) directing it to the dif site. This allows 
recombination to occur only in the septum (Sivanathan et al., 2006; Sivanathan et 
al., 2009). 
The Xer/dif system has been widely studied in Escherichia coli where its 
mechanism has been characterized and the interactions between XerC and XerD 
and with the dif site were both structurally and biochemically addressed (Sherratt, 
2003; Lesterlin et al., 2004; Bigot et al., 2007). Nevertheless, most tyrosine 
recombinase systems work with only one recombinase (e. g. Cre/loxP from 
plasmid P1 (Grindley et al., 2006)).  
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Recent studies brought to light a single recombinase system in 
Streptococci spp. and Lactococci spp., a family of Firmicutes, designated as 
XerS/difSL (Le Bourgeois et al., 2007). Surprisingly, this system was shown to be 
functional in E. coli, even though the FtsK proteins from these species differ (Le 
Bourgeois et al., 2007). This contradicts the concept of high specificity in the 
control of the Xer system in E. coli that was thought to require specific 
interactions between the components of the complex. Nolivos et al. (2010) were 
the first to thoroughly study the XerS/difSL system in Lactococcus lactis. They 
showed that XerS binds and performs cleavage on difSL in vitro, that binding and 
strand exchange are asymmetric and that FtsK-dependant coupling of chromosome 
segregation with cell division is conserved in the FtsK/Xer system. Recent studies 
on this system in a related bacteria showed that a defective XerS/difSL system 
yields abnormal morphology of cell chains in S. suis (chains 10-30 cells long 
instead of 5-10 cells) and, most surprisingly, showed that difSL has a 11-bp spacer 
region, instead of the 6-8-bp found in other Xer systems (Leroux et al., 2011). 
The XerS/difSL system is not the sole bacterial single Xer recombinase 
system characterized to date.  Atypical Xer/dif systems with only a single 
recombinase were also discovered in the genus Sulfolobus and in Pyrococcus 
abyssi (Cortez et al., 2010; Duggin et al., 2011).  Recent studies achieved in silico 
reported that a subgroup of ε-proteobacteria also possessed a single tyrosine 
recombinase system phylogenetically distant from XerS/difSL and even more 
divergent than XerCD/dif.  The novel recombinase and dif site were designated as 
XerH and difH. It was later demonstrated that XerH is able to catalyse 
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recombination on difH in a FtsK-dependent manner and that it is involved in 
chromosome segregation and possibly in decatenation in Helicobacter (Debowski 
et al., 2012a).  Campylobacter jejuni, a Gram negative microaerophilic curved rod 
shaped bacteria, is also an important member of the -proteobacteria and is widely 
known as the main cause for human gastroenteritis (Allos, 2001; Ruiz-Palacios, 
2007). C. jejuni’s impact on public health made us focus our research on its Xer 
system. In this study, we demonstrate that the XerH recombinase and dif site of 
Campylobacter jejuni can perform binding and cleavage with each other and that it 
has detectable recombination activity in vivo. 
 
Materials and Methods 
Strains and plasmids 
Campylobacter jejuni RM1221 was used to clone the difH region and the 
xerH gene and was obtained from our university collection. Escherichia coli strain 
T7 express  (New England Biolabs) (lysY (miniF-lysY (Cm
R
) / fhuA2 lacZ::T7 




S) endA1 Δ(mcrC-mrr)114::IS10 [miniF-lysY (CmR)])  was used for 





 xerC::miniMu PR13) (Colloms et al., 1996b) and DS9041 (AB1157 
recF lacI
q
 ftsK::cat) (Recchia et al., 1999b) were used as the host strains for in 







fhuA2 ∆(lac-proAB) glnV gal R(zgb-210::Tn10)TcS endA1 thi-1 ∆(hsdS-mcrB)5 
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(New England Biolabs) and DH5(F– Φ80lacZΔM15 Δ(lacZYA-argF) U169 
recA1 endA1 hsdR17 (rK–, mK+) phoA supE44 λ– thi-1 gyrA96 relA1) were 
used for cloning and for purification of plasmids containing difH.  
 
The xerH gene was amplified by PCR and cloned into plasmid pQE30 
(Qiagen) to form plasmid pQEXerH and was introduced by routine plasmid 
transformation into T7 express cells and.  The difH region was amplified and 
cloned in the SmaI site of plasmid pUC19 to create pUCDifH.  A second difH 
fragment was cloned into the HindIII site of pUCDifH to create plasmid p2DH.  
The kanamycin resistance gene of plasmid pNCK1 was cloned in the BamHI site 
between the two difH sites of p2DH to form plasmid p2DHKana.  The PvuII 
fragment of p2DHKana was then cloned into pACYC184 to create the plasmid 
(pR2DH) that was used for the in vivo recombination assay.  
 
 
Growth conditions and DNA manipulations 
E. coli strains were grown in Luria-Bertani (LB) broth and plated on LB 
agar supplemented with the appropriate antibiotics when needed. Concentrations 
used were 100 µg mL
-1
 of ampicillin, 6.25 ug mL
-1
 for tetracycline and 50 µg mL
-1
 
of kanamycin .  For protein production, cells were grown in autoinducible medium 
(Studier, 2005). Campylobacter jejuni was plated on blood agar and incubated in 
microaerophilic (10% CO2, 20% Oxygen) conditions at 37ºC. Restriction 
enzymes, Taq DNA polymerase, Phusion DNA polymerase, Vent DNA 
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polymerase, T4 polynucleotide kinase, Antarctic phosphatase and T4 DNA ligase 
were all purchased from New England Biolabs (NEB) and used following the 
supplier’s instructions. All routine DNA manipulations were performed as 
described in Jouan and Szatmari (2003). DNA fragments were extracted from 
agarose gels using the QIAquick gel extraction kit (Qiagen) and were purified by 
using the QIAquick PCR purification kit (Qiagen). Genomic DNA of C. jejuni was 
extracted using the DNeasy Tissue Kit (Qiagen). Plasmids were extracted using 
the QIAquick miniprep kit (Qiagen). 
 
Polymerase Chain Reaction (PCR) conditions 
Amplification reactions were performed with a Labnet MultiGene
™
 
Gradient PCR Thermal Cycler (Mandel Scientific) with High Fidelity Phusion 
DNA polymerase (NEB) or Taq DNA polymerase (NEB) according to the 
supplier’s conditions. The primers used to amplify the dif site and its surrounding 
regions were cjdifH-F 
(AAGGTAAAATCATAAAAGTATGTAAAAATAGTAGC) and cjdifH-R 
(ATATTTTTATTAAATAAATCTTATATCAATCATAAAAAGA). The 200 bp 
amplified fragment was then cloned in pUC19. 
 DNA-binding substrates for mobility shift assays were amplified by Taq 
DNA polymerase using the M13 universal sequencing primers labelled at the 5’ 
end with FITC . 
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The C. jejuni xerH gene was amplified with primers CjXerH-F (CGG 
GATCCATGAAATACCCTTTAGATTGTGAAG) and CjXerH-R (CGCTGC 
AGTCAAGAGTCACTTAATTCCTTTG). Amplicons were purified and digested 
with restrictions enzymes BamH1 and Pst1 (NEB) and cloned into pQE30 
(previously digested with the same enzymes). Once ligated, the plasmid pQEXerH 
was transformed into T7 express cells. 
The Y333F mutation was introduced in xerH by site directed mutagenesis 
on pQEXerH using primers xerHyf-F 
(GAGTGAAAATTCTAGAGGTATTTAAACTTGC) and xerHyf-R 




 Primers difH-delL-F 
(CAGTTTTCAATACAAAATTATAAATTTTATATATTTTTAC) and difH-
delL-R (TACACCTAGATTATTCTACTTTGATATAG) were used to delete the 
left half-site of difH, primers difH-delR-F 
(TAATTTTCAAACTTTTTTATATACACCTAGATTATTC) and difH-delR-R 
(AAATTTTATATATTTTTACCTTTTATCATATCTTTTTATG) were used to 
delete the right half-site of difH.  Primers difH-delL-R and difH-delR-R were used 
to delete the entire difH site. 
All cloned PCR products were verified by sequencing at the IRIC 





Protein overexpression and purification 
Both wild type and mutant XerH proteins were expressed as N-terminal 
6X-His fusion proteins using pQEXerH or pQEXerH
Y333F
 introduced in T7 
express cells. After an overnight growth, 1 ml of a 5 ml LB broth culture of these 
cells was used to inoculate 100 ml of autoinducible medium supplemented with 
MgSO4 and ampicillin (Studier, 2005). After 16-18 hours growth at 37ºC, the cells 
were harvested and resuspended in lysis buffer (50mM NaH2PO4, 300 mM NaCl, 
10mM imidazole pH8.0). Lysozyme was added to 1 mg/ml and the solution was 
incubated on ice for 30 min before sonication. The lysate was then centrifuged at 
10 000 x g for 20 to 30 min at 4ºC. The supernatant was collected and the protein 
was purified with a Ni-NTA spin column according to the manufacturer’s 
conditions (QIAgen).  The purified protein was soluble and had a size of 41 kDa as 
predicted.   
Protein concentrations were estimated by the Nano-drop 
spectrophotometer (Thermo Scientific). Protein purity and overexpression were 
detected by SDS-PAGE on 14.5% gels and visualized by Coomassie blue staining.  
 
DNA-binding assays 
Specific DNA binding was determined by a gel retardation assay (Leroux 
et al., 2011) using specific DNA fragments labelled fluorescently by PCR using 6-
HEX labelled primers.  Reaction conditions consisted of 20 ng (0.1 pmol) 6-HEX-
labelled dif sites, TENg-binding buffer (20 mM Tris-HCl pH 7.5, 1 mM EDTA, 25 
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mM NaCl, and 5% glycerol), 24 ug (73 pmol) of sonicated salmon sperm DNA 
(average molecular weight of 500 bp) and variable quantities of XerH. Each 
reaction had a total volume of 20 μL and was incubated for 30 min at 37°C before 
loading on a 5% polyacrylamide gel at 4°C in 0.5X TBE buffer. After 
electrophoresis, detection was performed with a Typhoon Trio Imager and 
analysed using ImageQuant software (GE Healthcare). 
For the detection of covalently linked Xer-dif complexes, 98ng (6 pmol) 
of the 5’FITC-labelled TN or BN suicide substrates were incubated in a 20 µl total 
volume containing TDMNG buffer (50 mM Tris pH 7.5, 5 mM DTT, 75 mM 
MgCl2, 25 mM NaCl and 25% glycerol) in the presence of variable amounts of 
XerH each in the presence of 1 ug (3 pmol) of salmon sperm DNA. After a 4 hour 
incubation at 37 °C, reactions were stopped with 5 µl of 2% SDS and 5 µl of 
Orange loading dye (NEB), incubated at 100 °C for 10 min and then 
electrophoresed in a 5% TBE gel in the presence of 0.1% SDS (Leroux et al., 
2011). Detection was carried as described above.  
 
 
In vivo recombination 
Plasmids pR2DH and pQEXerH were transformed into E. coli DS9029 or DS9041 
and the cells were grown in the presence of 1 mM of IPTG.  The plasmids were 
then extracted as detailed above. After a PCR using the M13 primers, the products 
were electrophoresed in a 0.8% agarose gel.  Recombination between the 2 difH 
sites was considered successful by the appearance of a 300 bp product 
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corresponding to the shortened region due to the loss of 1.75 kb DNA between the 
sites.  To confirm the loss of the kanamycin resistance gene, dilutions of overnight 
cultures were spread on plates with and without kanamycin.  Cultures were grown 
up to 200 generations (a dilution of an overnight culture to 10
3
 cells was 
inoculated into fresh LB broth with the appropriate antibiotics and grown at 37°C 
with agitation for 16 hours to a cell density of 10
9
 cells, representing 20 
generations of growth). The experiments were repeated using a pQEXerH
Y333F
 
plasmid expressing the Y333F mutant as a negative control. 
 
Results and discussion 
 
DNA binding activity of XerH to difH 
The xerH of Campylobacter jejuni, was overexpressed and purified as a 6x-His 
fusion protein to be used in binding assays with difH. The recombination site was 
amplified and 5’ 6-HEX-labelled by PCR. A constant amount of labelled DNA 
was incubated at 37 ºC with XerH as described in Materials and Methods. To 
avoid non-specific interactions, salmon sperm DNA was added to each reaction in 
840-fold molar excess. Binding to difH was detected, and two retarded bands were 
observed (Figure 1A). The slower migrating retarded fragment represents two 
recombinases bound to the dif site and is barely visible at a concentration of 363 
nM (Figure 1A lane 4); the faster migrating retarded fragment is visible at all 
concentration used except for 2912 nM (Figure 1A lanes 1 to 7) and represents one 
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recombinase bound to one side of the site.  Binding appears to be less cooperative 
than what was found for the XerS/difSL system (Nolivos et al., 2010; Leroux et al., 
2011).  While cooperative binding is present in many tyrosine recombinase such as 
Cre and FLP, the degree of cooperativity is different for each recombinase 
(Ringrose et al., 1998a).  For example, Cre has a threefold higher cooperativity 
than the Flp recombinase (Ringrose et al., 1998a). 
 
Binding of XerH to difH half sites 
To further characterize the binding of XerH to the difH site assays using 6-HEX-
labeled DNA substrates lacking the left half or the right half of difH which were 
constructed by site-directed mutagenesis (Figure 1).  These deleted substrates were 
then end-labelled as described in section 3.2. Binding was visible to either half site 
at concentrations higher than 91 nM (Figure 1B and 1C lane 1 to 6), but it was 
marginally more efficient on the right half-site.  This can be seen by the complete 
disappearance of free DNA at a concentration of 1450 nM for the right half while 
some was still visible for the left half.  The binding was less efficient than for the 
complete site, as no binding was visible at a concentration of 45 nM (Figure 1 
lanes 7).  These results are also different from the XerS/difSL ones, where almost 
no binding to the right half is detectable (Leroux et al., 2011).  Also, in XerCD, 
the “outer” sequences of the binding sites are determining the specificity of 
binding for each recombinase (Blakely et Sherratt, 1994b). But in difH, those 
sequences are divergent, yet binding is observed at similar efficiency.  Taken 
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together, this indicates that the binding mechanism of XerH to difH is different 
from the one of XerS to difSL, which reinforces the notion that the two systems are 
not homologous.   
Activity of XerH on difH suicide substrates 
To assess the capacity of XerH to form covalent complexes with difH, we 
used suicide substrates consisting of  a central nick introduced in the middle of the 
difH site either on the top (TN) or on the bottom strand (BN) (Figure 2C). These 
nicked strands ‘trap’ recombination intermediates after the cleavage induced by 
the recombinase. The cleavage next to the nick made in the middle of the sequence 
generates a short fragment that leaves the site incomplete and thus unable to 
religate DNA. This leaves a phosphotyrosine-linked intermediate that can be 
detected, therefore indirectly demonstrating a cleavage reaction.  Covalent 
complexes were detected for both the TN and BN substrates (Figure 2 lanes 2) 
with a higher efficiency for BN substrates.  The cleavage activity is asymmetric, 
similar to what was observed with XerS (Nolivos et al., 2010; Leroux et al., 2011), 
even if the asymmetry is almost absent for the binding of XerH.  This is similar to 
Cre, where the top and bottom strand cleavage sites are recognized differently 
even though the binding is equal to both halves of loxP.  This cleavage activity is 
dependent on the nucleotide sequence immediately 5’ of the scissile phosphate 
(Lee et Sadowski, 2001b).  Because these nucleotides are most likely identical in 
difH, another mechanism must explain this asymmetry.  It is possible that the 
differences between the left and right binding sites lead to a better cleavage on one 
strand. This is supported by the XerH
y333f
 protein, a mutant at the putative active 
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tyrosine (Figure 2 lanes 3), which was unable to form any covalent complexes 
with the DNA, but was still capable of binding difH (data not shown). 
 
 In vivo recombination 
The ability of XerH to perform a full recombination reaction in vivo was 
tested in E. coli using a reporter plasmid with a kanamycin resistance gene flanked 
by 200 bp difH regions. Recombination was detected after 40 generations of 
growth; no recombination was observed using an active site tyrosine mutant of 
XerH for up to 200 generations, (Figure 3).  This result is in contrast with what 
was observed for the XerS/difSL system, where recombination of two difSL sites 
located on the same plasmid is undetectable (Le Bourgeois et al., 2007).  The most 
probable explanation for this difference is that XerH is able to catalyse at least one 
strand exchange reaction without activation by FtsK.  This hypothesis was 
confirmed by using the strain DS9041 (ftsK
-
), where XerH was still able to 
catalyze difH recombination (data not shown).  But it is also important to note that 
the recombination was not efficient, as it took multiple generations before 
recombination was visible and recombination was not observed in vitro using only 
purified XerH (data not shown).  This slow rate of recombination could be due to 
the fact that the FtsK-independent pathway is less efficient than the regular FtsK-
dependent pathway, which has been found with the recombination of plasmid-
containing Helicobacter difH cassettes in E.coli (Debowski et al., 2012a); 
although the authors indicated a recombination rate of about 10%, significantly 
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higher than the rate we observed with Campylobacter XerH/difH.  It is also 
impossible to distinguish a complete recombination reaction where the two strand 
exchanges are catalyzed by XerH from an incomplete recombination reaction 
where only one strand exchange is catalyzed by XerH and where the Holliday 
junction that this exchange created is resolved by a cellular mechanism unrelated 
to XerH.  This would be similar to what was observed for the resolution of plasmid 
dimers at the cer site in E. coli (McCulloch et al., 1994c).  Unknown cofactors 
could also play a role in FtsK-independent reactions. The overexpression of XerH 
due to the use of multicopy plasmids may compensate for the absence of FtsK and 
could explain why FtsK-independent recombination is observed in these 
conditions but not in H. pylori.  It is also currently unknown if the FtsK-
independent activity represents a biologically relevant reaction (such as 
decatenation) or not. 
We were able to show that the XerH protein is capable of specific binding 
to the complete difH site and to both halves in a manner that is different from the 
XerS/difSL interaction.  XerH is also capable of forming covalent protein-DNA on 
both strands, with a greater efficiency on the bottom strand.  XerH is also capable 
of performing recombination in vivo between two difH located on the same 
plasmid.  The binding of XerH to the DNA needs to be examined in better detail to 
determine if structural changes to the DNA, such as bending, that could explain 
the asymmetry of cleavage.  It is also important to establish which nucleotides of 
the difH site are essential for binding and recombination activity, and why it is 
possible for XerH to bind with similar efficiencies to divergent half-sites.  
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Currently, only a few nucleotides have been studied and only the effect on the 
complete recombination reaction is known (Debowski et al., 2012a).  The exact 
size of the spacer is still unknown and could be of more than 6 nucleotides as is 
found in the Streptococci.   The precise role of FtsK on the binding, cleavage and 
strand transfer activities of XerH must be determined.  While FtsK is essential for 
efficient recombination in H. pylori, it is possible that there are other accessory 
factors needed for XerH activity, either to promote efficient decatenation, to allow 
recombination on plasmids or for normal recombination (in addition to FtsK).  The 
role of the FtsK-independent pathway should also be examined to make sure it is 
not only a consequence of the methods used in these experiments. 
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Figure 1. DNA binding activity of XerH on (A) complete difH site; (B) difH 
lacking the right half site and (C) difH lacking the left half site. All three 5% 
polyacrylamide/0,5X TBE gels contained equivalent 2-fold dilutions of XerH 
ranging from 2900 nM (lanes 2A,2B,2C) to 45 nM (lanes 7A,7B 7C).  The difH 
sites were amplified by PCR utilising a 5’ 6-HEX-labelled primer; 20 ng of 
purified PCR product was used in each binding reaction. 
 
Figure 2.  XerH activity on suicide substrates.  (A) Substrates consisted of 3 
annealed oligonucleotides containing a top nick (nick position is indicated as the 
centrally-located triangle in (C). (B) Substrates consisted of 3 annealed 
oligonucleotides containing a bottom nick (nick position is indicated as the 
centrally-located triangle in (C).    The top-nicked (TN) substrate was 5’FITC-
labelled at the circled residue on the top strand; the bottom-nicked substrate was 
5’FITC-labelled at the circled residue on the bottom strand.   98 ng of TN or BN 
substrates were incubated with 5.8 M XerH for 60 minutes and heated to 95ºC 
for 10 minutes prior to loading on a 5% polyacrylamide gel run in 1% SDS in Tris-
borate buffer.  (C)  DNA sequence of C. jeuni difH sequence. 
 
Figure 3. Recombination activity of XerH on plasmids.  Plasmid DNA was 
extracted from E.coli strain DS9029 haboring plasmids pUC2difH and pQEXerH 
(A) and plasmids pUC2difH and pQEXerH
Y333F
 (B), from 20 to 200 generations of 
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growth after induction of xerH with 1mM IPTG.  Plasmids were subjected to PCR 
using the M13 universal forward and reverse sequencing primers (small arrows), 
and the amplified DNA was separated on a 0.8% agarose gel.  Kan
R
 indicates the 
neomycin phosphotransferase gene inserted between the 2 difH sites (large arrows) 

























1. Rappel des résultats 
Brièvement, les expériences effectuées pour cette thèse ont montré que XerS 
pouvait se lier de façon spécifique à difSL et que cette liaison était coopérative.  
Elle est aussi asymétrique, puisque la liaison au demi-site droit est impossible 
lorsque le site n’est pas complet.  XerS peut aussi former des complexes covalents 
avec l’ADN par son activité de clivage, et ce de façon plus efficace au niveau du 
brin inférieur.  Il a été démontré que ce clivage nécessite la tyrosine en position 
341, qui est donc celle formant le lien phosphotyrosine.  Les propriétés in vivo de 
l’absence de XerS ont aussi été confirmées.  Pour ce qui de XerH, il a été observé 
que sa liaison à difH est spécifique et qu'elle est moins coopérative que celle de 
XerS.  De plus, elle est presque équivalente pour les deux moitiés du site.  XerH 
est aussi capable de former des complexes covalents avec l’ADN.  Ce clivage se 
produit à l’aide de la tyrosine en position 333 et est plus efficace au niveau du brin 
inférieur.  En addition à ces résultats, il a été confirmé que XerH est en mesure de 





2. Analyse du système XerS/difSL 
À cause de l’asymétrie de liaison observée pour XerS, les comparaisons avec Cre 
et Flp ne sont pas parfaites, car ces deux recombinases n’ont pas cette propriété.  
De plus, XerS n’a pas été cristallisée, ce qui fait en sorte que des comparaisons au 
niveau de la structure risquent d’être inexactes, surtout en tenant compte de la 
variabilité pour les tyrosine recombinases.  Mais malgré tout il est possible 
d’utiliser certaines informations disponibles pour Cre, Flp et XerCD pour analyser 
les résultats obtenus et formuler des hypothèses sur XerS.  Il est aussi important de 
tenir compte du fait que les brins supérieurs et inférieurs ne sont que des 
conventions permettant d'analyser plus facilement un site.  Ils n'ont donc pas 
nécessairement les mêmes propriétés d'un système non-homologue à l'autre. 
 
La première particularité de XerS est sa liaison à difSL; qui se produit en deux 
étapes.  La première étant une liaison sur la section gauche du site et la seconde 
étant une liaison au demi-site droit.  Cette dernière est impossible sans la présence 
préalable d'une recombinase sur le site.  Puisque les séquences à l’intérieur des 
sites sont palindromiques (positions -8 à -4 et +4 à +8), les éléments déterminant 
pour la différenciation des sites se situent dans les régions plus extérieures.  Ceci 
correspond à ce qui est observé pour la différenciation entre les sites de liaisons 
entre XerC et XerD, et ce malgré qu'il n'y a qu'une seule protéine devant 
reconnaître les deux parties du site dans ce cas (Blakely et Sherratt, 1994; Hayes et 
Sherratt, 1997).  Seulement les nucléotides en positions -12/+12 et -13/+13 sont 
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identiques hors de la région palindromique (voir figure 25).  Ceci  fait en sorte 
qu’il est possible d’affirmer que les autres nucléotides sont les plus importants 
pour l’asymétrie de liaison à difSL.  Le demi-site gauche contient une série de 7 
pyrimidines sur le brin supérieur immédiatement après la région palindromique, ce 
qui n’est pas le cas pour le brin inférieur du demi-site droit.  Il est donc possible 
que cela ait une importance comme il a été observé chez Flp, et ce même si la 
position est différente (Umlauf et Cox, 1988).  Tout comme FRT, la séquence 
générale du site est riche en AT.  Cette propriété  permet d’avancer que tout 
comme Flp, XerS se lie mieux à un ADN dont le sillon mineur est plus étroit  
(Whiteson et Rice, 2008).  Il y a aussi des motifs TTTC et GAA dans les deux 
demi-sites, mais à gauche ceux-ci sont séparés par un simple nucléotide tandis 
qu’il y a deux nucléotides les séparant à droite.  Il serait donc possible que la 
protéine reconnaisse ces séquences lors de la liaison, mais que le nucléotide 
supplémentaire du demi-site droit empêche XerS de s'y lier correctement.  La 
présence d’une recombinase déjà liée à difSL pourrait induire une courbure dans 
l’ADN ou un changement de conformation de la seconde  protéine permettant la 
reconnaissance de la séquence consensus.  Aussi, les deux premiers nucléotides 
conservés du demi-site gauche ne le sont pas au niveau du demi-site droit, où il y a 
plutôt une liaison non-spécifique (Nolivos et al., 2010).  Il est donc possible que 
ceux-ci soient impliqués dans l’affinité de liaison à chacun des demi-sites.  Il est 
aussi à noter que des zones de protections contre la DNAse ont été observées à 
l’extérieur du site minimal conservé (Nolivos et al., 2010).  Étant donné la taille 
atypique de l’espaceur, il est donc possible que des contacts supplémentaires avec 
l’ADN (possiblement au niveau des phosphates et non des bases) soient 
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nécessaires hors de la séquence conservée pour stabiliser l’interaction entre XerS 
et l’ADN.  De plus, ces zones de protections se poursuivrent au niveau de 
l’espaceur, ce qui concorde avec l’hypothèse qu’il y a des interactions protéines-
protéines importantes pour permettre la liaison au demi-site droit. 
 
Tout comme ce qui a été observée pour loxP et FRT, la région centrale de difSL est 
riche en AT.  Ceci a pour effet d’augmenter la capacité de séparation des brins, un 
élément positif pour le clivage  (Umlauf et Cox, 1988; Kimball et al., 1995; Guo et 
al., 1999; Ennifar et al., 2003; Lee et al., 2003).  De plus, tout comme dans le cas 
de Cre, la présence de MgCl2 augmente l’efficacité du clivage par XerS, sans être 
essentielle (Abremski et Hoess, 1984).  Puisqu’il a été démontré que ceci était dû à 
la stabilisation des bases non-appariées, il est donc possible d’affirmer que les 
bases de la région centrale ne sont plus appariées lorsque XerS est liée à difSL.  
Tout comme Cre et Flp, il est probable que ceci soit causé par une courbure au 
niveau de l’ADN.  Cependant, les expériences permettant de confirmer cette 
hypothèse n’ont pas encore été exécutées. 
 
Le clivage par XerS n’est pas égal sur les deux brins sur des substrats suicides.  
Mais il faut faire attention, car l’utilisation des substrats suicides n’est pas 
nécessairement un reflet exact de la réalité.  Ceci est causé par le fait que ces 
substrats peuvent adopter une plus grande variabilité de conformations et que cette 
flexibilité permet plus de clivage.  De plus, il est possible que la diffusion du 
184 
 
fragment soit inhibée par la protéine elle-même (Blakely et al., 1997).  Malgré 
cela, les résultats seront considérés valides jusqu’à preuve du contraire.   
 
L’asymétrie du clivage par XerS ne peut pas avoir totalement la même cause que 
celle observée par Cre.  En effet, dans le cas de Cre, c’est la nature de la base en 5’ 
du site de clivage qui détermine l’efficacité de clivage sur ce brin (Lee et 
Sadowski, 2001a; Lee et al., 2003; Lee et Sadowski, 2003b; Ghosh et al., 2005).  
Ceci ne peut être le cas pour XerS, car toutes les régions autour des sites de 
clivages sont palindromiques.  Mais, pour Cre, la formation du complexe 
synaptique ou la courbure produite sur l’ADN peuvent aussi influencer le clivage 
en favorisant un site par rapport à l’autre (Lee et Sadowski, 2003b; Ghosh et al., 
2005; Ghosh et al., 2007).  Il est donc possible que ce soit ces mêmes raisons qui 
vont créer l’asymétrie de clivage de XerS.  De plus, l’asymétrie de liaison joue fort 
probablement un rôle majeur dans ce phénomène en faisant en sorte que le second 
monomère se liant à l’ADN est dans une conformation active tandis que le premier 
est inactif.  Les interactions menant à la coopérativité remplieraient cette tâche. 
 
Le même brin est favorisé lors du clivage de substrats suicides (qui représentent 
une situation similaire au premier échange de brins, c'est à dire deux ADN 
linéaires) et lors d'échange de brins sur des jonctions d'Holliday (qui représentent 
une situation similaire au second échange de brin) (Nolivos et al., 2010; Leroux et 
al., 2011).  Dans ce cas,  le retour aux substrats originaux serait favorisé; ce qui 
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n'est pas compatible avec le principe d'une recombinaison.  Ceci est aussi similaire 
à ce qui se produit dans le cas de la recombinaison XerCD au site dif, où il y a des 
échanges de brins catalysés par XerC qui sont renversés et donc non productifs.  
C'est seulement en présence de FtsK que XerD est activé et permet donc une 
recombinaison complète (voir figure 22).  Il doit donc y avoir un facteur 
permettant de favoriser le clivage et l'échange du brin supérieur à au moins une des 
deux étapes de la recombinaison par XerS.   
 
FtsK étant essentielle pour la recombinaison, il est donc possible que son rôle soit 
d’activer le clivage et l’échange de brin au niveau du brin supérieur.  Puisque 
l’échange de brins au niveau du brin inférieur est plus efficace, la résolution de la 
jonction d’Holliday donnant lieu à des produits recombinants serait donc 
favorisée.  L'activation de XerS par FtsK ressemblerait donc à celle de XerD par 
FtsK.  Par contre, les expériences actuelles semblent exclure le mécanisme 
d'activation directe (Nolivos et al., 2010).  Mais une possibilité est que l'interaction 
utilise d'autres régions des protéines, et que ces régions soient conservées entre les 
espèces.  Cette hypothèse pourrait être supporté partiellement par le fait que l'arrêt 
de translocation lors de la rencontre d'un complexe XerD/dif n'utilise pas le sous-
domaine  et dépend donc d'une autre portion de FtsK (Graham et al., 2010b).  
Même si la translocation est essentielle, il faut tenir compte du fait que des 
expériences de recombinaison utilisant un sous-domaine  fusionné à XerS n'ont 
pas encore été tentées, contrairement à XerD.  En effet, les seules expériences sur  
et XerS ont été effectuée en trans.  Il donc est possible qu’en exprimant  en cis il 
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y ait le même type d’activation que pour XerD (Nolivos et al., 2010; Grainge et 
al., 2011).  Il est aussi possible que la translocation soit nécessaire pour que FtsK 
adopte une conformation permettant son interaction avec XerS.  Le moteur formé 
des sous-domaines  et  pourrait aussi être impliqué dans l’activation de XerS.  
Ces hypothèses sont illustrées dans la figure 28.  Des expériences de pulldown 
pourraient permettre de déterminer s'il y a une interaction entre les deux protéines.  
D'un autre côté, une activation sans contact direct est aussi possible.  Dans ce cas, 
la translocation pourrait modifier la structure de l'ADN auquel XerS est liée (par 
exemple en modifiant la courbure) et ainsi activer le clivage au brin supérieur.  Il 
serait donc intéressant de tester les FtsK de plusieurs espèces pour confirmer à 
quel point la spécificité d'espèces est absente.  Dans le cas de XerCD, l’activation 
par FtsK a des besoins asymétriques en ADN (Bonné et al., 2009).  Il faudrait 
donc vérifier si le rôle de FtsK dans la recombinaison par XerS est spécifique pour 
un monomère lié à un demi-site particulier ou s’il peut agir autant à la gauche qu’à 
la droite du site.  Il ne faut pas oublier que contrairement à XerCD, il s'agit de la 
même protéine qui est liée à chaque moitié du site de recombinaison.  Ce qui fait 
en sorte que pour que le modèle d'activation directionnelle causée par une 
interaction soit valide, il doit y avoir un moyen pour FtsK de différencier les 
protéines.  Mais ceci ne serait pas nécessaire dans le cas d'une activation indirecte 
causée par un changement de conformation de l'ADN.  Une autre possibilité serait 
que FtsK agisse suite à la formation de la jonction d'Holliday en favorisant son 
isomérisation.  Par contre, ce modèle est peu probable et un phénomène similaire 
n'est pas décrit dans la littérature.  La jonction d'Holliday étant un intermédiaire de 
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réaction pouvant être rapidement résolu par la recombinaison, il est improbable 
que le contrôle se produise à cette étape.  En comparaison avec les systèmes à une 
seule recombinase, la situation serait similaire à la situation prévalente chez Cre, 
où le premier échange de brin à lieu à l’endroit le moins efficace, mais en utilisant 
un facteur accessoire pour s’en assurer (Lee et Sadowski, 2003).   
 
Ces hypothèses par rapport au clivage sont émises en présummant un mode de 
clivage en cis, mais ceci n’a pas encore été expérimentalement vérifié, même s’il 
est le plus probable.  Il faudrait donc effectuer ces expériences pour valider cette 









Figure 28: Schéma de l'impact de FtsK sur la recombinaison par XerS.  Les lignes 
bleues entre les XerS représentent les intéractions donnant la coopérativité de 
liaison. Les flèches mauves représentent les clivages. A) Clivage en absence de 
FtsK au niveau du brin inférieur.  B) Clivage du brin inférieur de la jonction 
d'Holliday formée en A) en absence de FtsK qui reforme les produits originaux.  
C) Translocation de FtsK en direction de XerS/difSL.  D) Première hypothèse de 
l'action de FtsK, où la protéine active directement le clivage au niveau du brin 
supérieur par XerS.  E) Seconde hypothèse de l'action de FtsK, où la translocation 
de la protéine va modifier la structure du complexe XerS/difSL (soit par une 
courbure de l'ADN et/ou par une modification des interactions entre les XerS), ce 
qui va favoriser le clivage du brin supérieur.  F) Formation d'une jonction 
d'Holliday suite à l'échange des brins supérieur.  FtsK n'a plus d'impact à ce 
moment.  Comme en A) et en B) le clivage au brin inférieur est favorisé  G) 








3. Analyse du système XerH/difH 
Il est intéressant de comparer XerH à Cre, car tout comme pour cette dernière il y 
une liaison égale à chaque demi-site accompagnée d’efficacité de clivage 
différente pour chaque brin.  À cause du besoin de FtsK comme facteur accessoire, 
des comparaisons avec XerCD peuvent aussi être faite.  Mais des cristaux de XerH 
ne sont pas encore disponibles, ce qui fait qu’une analyse basée sur la structure 




Figure 29: Analyse des séquences difH.  Les flèches oranges représentent les 
limites de l’espaceur théorique, les flèches bleues les limites du site minimal ayant 
été testé pour la recombinaison in vivo par Debowski et al., et les flèches rouges 
représentent les limites du site minimal ayant été testé pour la liaison et le clivage 
(substrats suicides). En A) la variabilité des nucléotides à chaque position de difH.  




La figure 29 servira de base pour l'analyse des résultats obtenus lors des 
expériences in vitro.  Les deux demi-sites de liaison sont très similaires autour de 
la région centrale prédite et sont distincts à l’extérieur.  La seule exception étant 
les nucléotides en position -14 et +14 qui sont palindromiques à une plus haute 
fréquence que ceux les entourant.  Par contre, ils sont parmi les plus variables 
entre les espèces.  Malgré cela, XerH est en mesure de reconnaitre les deux demi-
sites avec une affinité comparable (Leroux et al., 2012).  Ceci est très différent de 
la situation de Cre et de Flp, où les deux demi-sites de liaison sont identiques.  En 
considérant que la spécificité de liaison de XerC et XerD est établie par les bases 
situées aux extrémités du site, cette propriété de pouvoir se lier à deux sites 
divergents dans ces régions est inusitée.  Mais puisque les nucléotides qui seraient 
en positions 17, 18 dans un site plus large ont une fréquence de palindromicité de 
plus de 0,6, il est donc possible de croire que le site difH est en réalité plus grand.  
Il pourrait donc être de 36 paires de bases au lieu de 32.  Dans ce cas, ces 
nucléotides auraient donc une importance dans la reconnaissance de la séquence 
difH par XerH.  Les nucléotides qui sont situés à l’extérieur de ceux en positions 
18 ne sont pas essentiels, car ils n’étaient pas présents lors des expériences sur les 
substrats suicides.  Même si les séquences sont différentes, les deux demi-sites 
restent riches en appariements AT.  Ce qui fait en sorte que la structure des sillons 
de l’ADN seraient similaires et conforme au modèle établi pour FRT; où un sillon 
mineur étroit causée par la présence de bases AT favorise la liaison.  Puisque la 
coopérativité observée est faible, il est donc peu probable que ce soit des 
interactions protéines-protéines qui permettent de passer outre les variations de 
séquences.  Les nucléotides en positions -9 à -4 et +4 à +9 ne varient pas, ce qui 
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laisse donc présager qu’ils sont importants pour la spécificité de liaison de XerH.  
Il a déjà été établi que le remplacement des A en positions -7 à -4 par des T va 
bloquer la recombinaison, fort probablement en empêchant la liaison par XerH.  
Le même raisonnement s'applique pour le G en position -8, puisque son 
remplacement par un C ne permet plus la recombinaison (Debowski et al., 2012a).  
Mais il n'a pas encore été vérifié expérimentalement avec quelle étape de la 
recombinaison ces mutations interfèrent.  Ceux en positions +10 et +11 sont aussi 
fortement conservés, car ils ont une fréquence de variabilité de moins de 0,1.  Mais 
seulement le couple -10 et +10 est régulièrement palindromique.  Sauf que ce n’est 
pas parce qu’un nucléotide n’est pas parfaitement conservé entre les espèces qu’il 
n’est pas important pour la liaison.  En effet, il est possible que le XerH d’une 
espèce qui diffère possède des mutations compensatoires restaurant l’interaction 
avec ce nucléotide.  En mettant en commun toutes ces informations, il est possible 
d'avancer l'hypothèse que XerH reconnait spécifiquement les nucléotides en 
positions 4 à 10, 14, 17 et 18 de chacun des demi-sites et que les autres points de 
contacts se situent au niveau de phosphates sans spécificité de séquence.  Ces 
contacts dépenderaient de la taille des sillons de l'ADN.  Si d'autres bases sont 
contactées, ce ne serait pas pour la spécificité de liaison et ces contacts auraient 
donc d'autres rôles.  Il est aussi possible que certains contacts se produisent au 
niveau du brin complémentaire.  Mais pour simplifier l’analyse seulement les 
nucléotides sur un seul brin ont été considérés, car les degrés de conservation et de 




Contrairement à la liaison, le clivage au niveau de substrats suicides est hautement 
asymétrique.  Dans le cas de Cre, la préférence pour le clivage d’un brin par 
rapport à l’autre est déterminée par la lecture de la base en 5’ du phosphate qui 
sera attaqué par la tyrosine (Lee et Sadowski, 2001).  Ce mécanisme est fort 
probablement impossible pour XerH, puisque le site difH est palindromique tout 
autour de l’espaceur prédit de 6 paires de bases.  Mais il est possible que ce sont 
les bases en positions -3 et +3 qui sont déterminantes pour favoriser un clivage par 
rapport à l’autre.  Dans ce cas, XerH effectuerait une lecture de la base en 3’ au 
lieu d’en 5’.  En position -3, il y a toujours présence d’un C, ce qui pourrait donc 
être la base la moins efficace pour faciliter le clivage.  Il a déjà été établi que le 
remplacement de ce nucléotide par un G va inhiber fortement la recombinaison, 
mais que celle-ci est quand même toujours possible à un faible niveau (Debowski 
et al., 2012a).  Mais ceci n'est pas suffisant pour confirmer l'hypothèse, puisque 
cette mutation peut influencer d'autres étapes que l'efficacité du clivage.  De plus, 
si son effet est vraiment sur l'efficacité de clivage, il peut être causé autant par un 
changement dans une lecture directe du nucléotide que par un changement dans la 
flexibilité de l'espaceur. Puisque les expériences actuelles ne permettent pas de 
déterminer le rôle des nucléotides -3/+3, des expériences plus approfondie sont 
donc nécessaires.   
 
Une seconde hypothèse serait liée au fait que même si l’affinité de liaison pour 
chacun des demi-sites est presque équivalente, il reste néanmoins que ces demi-
sites sont différents, particulièrement en positions -13 et +13.  Malgré une certaine 
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variabilité, ces nucléotides ne sont jamais palindromiques, ce qui laisse présager 
un effet différent dans chacun des demi-sites.  Le nucléotide en position -12 est 
conservé chez toutes les espèces et est rarement palindromique avec le nucléotide 
en position +12.  De plus, ce dernier a une variabilité relativement élévée.  Puisque 
dans certains cas il peut être palindromique, il est donc probable que le nucléotide 
en position -12 ait plutôt un impact au niveau de la structure de l'ADN qui 
faciliterait le rôle différentiel de son voisin.  Mais cela n'exclut pas un rôle direct 
de ce nucléotide.  Les nucléotides en positions -16 et +16 pourraient aussi être 
d'intérêt, puisque celui en position -16 est toujours un T et il est rarement 
palindromique (fréquence légèrement en haut de 0,1).  Par contre, dans la 
séquence consensus, le nucléotide en position +16 est lui aussi un T (avec une 
variabilité de moins de 0,2).  C'est d'ailleurs un T qui est en cette position dans le 
site dif de C. jejuni.  Ceci permet donc d'affirmer que ce nucléotide n'affecte pas 
l'efficacité de clivage par lui seul.  Ces bases non palindromiques bien conservées 
font qu'il est donc possible que la liaison à chacun des demi-sites va faire en sorte 
que XerH va prendre des conformations différentes pour chaque demi-site et que 
celles-ci vont activer ou inactiver la protéine.  La sélection serait donc à l’intérieur 
de la séquence reconnue pour la liaison et non à son extrémité où elle rencontre 
l’espaceur.  Le fait que les nucléotides sont mieux conservés au demi-site gauche 
qu'au demi-site droit pourrait être lié au fait que ceux-ci diminuent l'efficacité de 
clivage et que le demi-site gauche doit toujours avoir un clivage moindre pour que 




Une troisième possibilité par rapport à la source de cette asymétrie est que la 
séquence de la région centrale fait en sorte que XerH va donner une courbure 
spécifique à l’ADN qui va favoriser le clivage d’un brin par rapport à l’autre.  
Cette situation a des similarités avec ce qui est observé pour Flp, dont l’orientation 
de la courbure détermine quel brin sera clivé (Tribble et al., 2000).  La principale 
différence est que l’orientation de la courbure effectuée par XerH serait fixe 
contrairement à celle de Flp qui est aléatoire.  Il est aussi possible qu’une 
combinaison de ces trois hypothèses soit la cause du clivage asymétrique par 
XerH.  D'ailleurs, il est possible que les actions proposées dans les deux premières 
hypothèses se produisent grâce à un impact au niveau de la courbure produite par 
la liaison de XerH et non seulement un changement de conformation et d'activité 
de la protéine. 
 
FtsK a été impliqué comme un facteur essentiel pour la recombinaison par XerH, 
mais son rôle exact reste à déterminer (Debowski et al., 2012a).  En considérant 
qu’environ 47% de la protéine a été enlevée pour créer le mutant de FtsK utilisé 
chez H. pylori, celle-ci est fort probablement incapable d’effectuer une 
translocation.  Il devient donc impossible d’affirmer si le mode d’action de FtsK 
est basé sur l’utilisation d’une interaction directe qui active XerH ou bien si 
seulement la translocation est nécessaire.  Mais il est possible de spéculer que le 
mécanisme reste similaire avec celui de XerCD où FtsK va activer les monomères 
qui sont positionnés de façon à être les moins efficaces pour le clivage.  Tout 
comme pour XerS, il faut tenir compte du fait qu'il y a qu'une seule recombinase 
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effectuant la réaction et qu'une interaction avec FtsK doit être capable de 
différencier à quel demi-site est liée la protéine XerH impliquée. Mais 
contrairement à XerS, il a été démontré que la recombinaison effectuée chez E. 
coli par XerH est FtsK-indépendante (Leroux et al, 2012). Malgré cela, les 
hypothèses énoncées pour XerS et illustrées dans la figure 28 peuvent aussi 
s'appliquer à XerH. 
 
La recombinaison utilisant dif sur des plasmides chez E. coli est normalement 
FtsK-dépendante et est moins efficace que la recombinaison FtsK-indépendante 
permise à cer ou à psi (Recchia et al., 1999). Mais dans le cas de XerH, une 
recombinaison est observable en absence de FtsK et elle n’est pas différienciable 
de celle en présence de FtsK (Leroux et al., 2012).   De plus, la recombinaison 
FtsK-indépendante peut être en fait un seul échange de brins entre les plasmides 
donnant une jonction d'Holliday qui est par la suite résolue par l'hôte.  Ceci à plus 
de chance de se produire au niveau des plasmides que du chromosome, en autre à 
cause du fait que ceux-ci sont plus souvent répliqués.  Il est donc impossible pour 
l’instant d’affirmer si cette inefficace recombinaison FtsK-indépendante a un rôle 
biologique ou si elle provient de la méthode utilisée. 
 
Étant donné l'absence de la topoisomérase IV, il a été suggéré que des rondes 
multiples de recombinaison par XerH à difH servent aussi à la décaténation des 
chromosomes (Debowski et al., 2012a).  Ceci est possible si FtsK permet 
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l'activation de XerH de façon plus efficace que chez E. coli.  En effet, la 
décaténation par XerCD chez E. coli est suffisante seulement en présence de FtsKC 
surexprimée (Ip et al., 2003; Grainge et al., 2007).  Mais il serait possible que 
FtsK soit actif plus tôt dans le cycle cellulaire et que le plus long temps de 
génération fourni à FtsK/XerH le temps nécessaire pour terminer la décaténation.  
Une autre possibilité est qu'en l'absence de FtsK, le complexe synaptique de XerH 
ne se désengage pas immédiatement de l'ADN et va donc effectuer une seconde 
recombinaison FtsK-indépendante qui va décaténer les chromosomes sans 
résoudre ou créer des dimères.  Il a déjà été démontré pour Flp que l’absence 
visible de recombinaison ne signifie pas nécessairement que celle-ci n’a jamais eu 
lieu, mais qu’il est possible que les conditions favorisent une seconde réaction 
annulant l’effet de la première (Azam et al., 1997).  Donc il se pourrait qu’il y ait 
des recombinaisons FtsK-indépendantes pour permettre la décaténation, mais que 
celles-ci soient toujours en nombres pairs, recréant ainsi les substrats originaux.  
Des facteurs accessoires pourraient aussi contribuer à ces recombinaisons paires.  
Ces facteurs seraient retirés par le passage de FtsK, permettant donc une 
recombinaison simple en présence de FtsK (Graham et al., 2010b). 
 
4. Comparaisons entre XerS et XerH 
Les deux systèmes ont été impliqués directement dans la ségrégation des 
chromosomes, nécessitent FtsK pour leur bonne activité et n'utilisent qu'une seule 
tyrosine recombinase pour le faire.  Mais malgré des similarités dans la séquence 
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des sites de recombinaison et dans la séquence des protéines (voir les figures 30 et 
31), les propriétés in vitro démontrent qu'ils ne sont pas homologues.  Les endroits 
les plus importants pour la spécificité de liaison ne sont pas au centre du site, mais 
plutôt vers les extrémités, qui sont plus divergentes entre difH et difSL.   Aussi, les 
modes de liaison sont très différents.  XerS utilise une forte coopérativité entre les 
deux monomères se liant à la même molécule d'ADN et cela est essentiel pour la 
liaison à la partie droite du site; tandis que XerH a une liaison presque égale pour 
les deux demi-sites et démontre une coopérativité moindre.  Mais malgré cela, les 
deux systèmes ont un clivage qui est préférentiel pour un des brins, soit le brin 
inférieur.  Puisqu'un clivage préférentiel est observé pour XerCD, il semble donc 
que cette propriété est importante pour toutes recombinases de type Xer.  Il sera 
intéressant d'identifier les sites de clivage par XerH et voir si cette protéine a elle 




difH  TTTGTATTGAAAA-CTATAATTTTCAAACTTTT 
    
Figure 30: Comparaison des séquences des brins supérieurs de difSL et de difH. Les 
nucléotides en rouge sont ceux identiques entre les deux sites.  Puisque difSL a un 
espaceur impair et que celui de difH est fort probablement pair, un espace de 1 




Figure 31: Alignement des protéines XerH de C. jejuni et XerS de S. suis. 
L’alignement a été obtenu via l’outil LALIGN de http://www.ch.embnet.org. Les 
les double points (:) représentent l’identité et les points seuls (.) représentent une 
similarité entre les acides aminés. 
 
 
La capacité de liaison de XerH à difSL et de XerS à difH a aussi été testée à l’aide 
de substrats suicides.  Il est à noter que ceux-ci ne sont pas représentatifs à 100% 
de la réalité à cause du brin non-continu dans la région centrale, mais qu’ils 
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donnent une bonne vision globale de la liaison des protéines.  Comme on le voit 
dans la figure 32, XerS est en mesure de se lier à difH, mais cette liaison est entre 
10 à 20 fois plus faible que celle à son site régulier.  Pour sa part, XerH est 
incapable de former un complexe stable sur difSL.  Il est donc possible d’affirmer 
que XerS est capable de reconnaitre un site divergent du sien tandis que XerH a un 
besoin plus élevé pour une séquence spécifique.  Cela s’expliquerait par les 
interactions protéines-protéines qui se produisent au niveau de XerS et qui 
permettent de compenser pour le manque de spécifitié du site.  Cette hypothèse est 
soutenue par le fait que XerS se lie coopérativement (les complexes dimèriques 
sont plus présents que ceux monomèriques) à difH.  Ceci démontre une flexibilité 
dans la liaison de XerS (possiblement une adaptabilité des interactions protéines-
protéines), puisque la région centrale de difH est très probablement paire 
contrairement à celle de difSL.  Bien que la taille de l’espaceur de difH n’ait pas 
encore été prouvée expérimentalement, l’analyse de la séquence nous permet 
d’avancer cette hypothèse.  Ces expériences confirment aussi l'importance de la 
séquence dans les portions extérieures des sites, puisque les différences entre difSL 
et difH sont localisées à ces endroits et sont suffisantes pour diminuer très 





Figure 32: Liaison de XerH et XerS à difH et difSL. Les ADN et les protéines sont 
équimolaires.  La méthode est la même que dans Leroux et al., 2012.  Les cercles 
bleus représentent XerS et les cercles oranges représentent XerH. 
 
 
Malgré ces différences, l'absence de XerH et celle de XerS ont des effets similaires 
in vivo.  Les différences principales (par exemple le manque de filamentation dans 
des mutants de H. pylori) sont plutôt causées par d'autres facteurs spécifiques à 
chacune des espèces (Leroux et al., 2011; Debowski et al., 2012a).  Les propriétés 
d'un mutant xerH
-
 ont été étudiées plus en détails que celles d'un mutant xerS
-
, et il 




Il est intéressant de constater qu'au moins trois des types de systèmes Xer 
caractérisés à ce jour utilisent tous FtsK comme cofacteur essentiel.  De plus, ceci 
se produit même si ces systèmes ne sont pas homologues.  L'action de FtsK sur 
XerS semble se produire de façon différente que celle au niveau de XerCD.  Il est 
donc important d'identifier le mécanisme d'action de FtsK sur XerH pour 
déterminer s'il est plus similaire à celui observé pour XerD ou pour XerS; ou 
même s'il s'agit d'une troisième voie d'action.  Mais une chose est certaine, le 
mécanisme par lequel FtsK intervient dans la recombinaison ainsi que l’impact de 
FtsK sur celle-ci diffèrent entre XerH et XerS, puisque pour cette dernière il n’y a 
pas de recombinaison possible au niveau d’un plasmide chez E. coli. 
 
5. Perspectives 
Autant pour le système XerS/difSL que pour celui XerH/difH, il reste plusieurs 
expériences à effectuer pour bien comprendre les propriétés de ceux-ci.  Tout 
d’abord, des études approfondies de mutagenèse des sites de recombinaison sont 
nécessaires.  Il serait possible de tester l’effet de ces mutations à trois niveaux, soit 
la liaison, le clivage ainsi que lors de la recombinaison in vivo (surtout pour 
XerH/difH, puisque que la recombinaison sur plasmide dans E. coli fonctionne).  Il 
serait aussi intéressant d’utiliser des systèmes de recombinaisons complètes in 
vitro pour accomplir ces objectifs.  L’objectif principal serait d’établir la cause des 
asymétries observées lors de la liaison de XerS et le clivage par XerS et XerH.  En 
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plus de certaines mutations ponctuelles, des mutations plus larges, par exemple 
l’utilisation de sites dif symétriques, seront utilisées. 
 
Une seconde série d’expériences porterait sur la mutagenèse des recombinases, 
surtout XerS.  Ces mutations serviraient à identifier les régions de la protéine 
impliquées dans la coopérativité et aussi à déterminer la nature de ces interactions.  
Un second objectif de ces expériences serait de vérifier si certains acides aminés 
vont causer l’asymétrie de clivage pour XerS et XerH; un peu comme ce qui a été 
observé pour la lysine en position 86 et l’histidine en position 289 de Cre.  Elles 
permettraient aussi de confirmer la théorie par rapport à la composition du site 
actif de ces recombinases. 
 
La présence de courbures dans l'ADN effectuées par XerS et XerH, ainsi que 
l'importance de ces courbures, méritent d'être étudié.  L’étude des courbures 
devrait être effectué dans plusieurs conditions, avec comme objectif de voir la 
différence qui se produit lorsque deux recombinases sont liées à l'ADN plutôt 
qu'une seule.  Il serait aussi possible de vérifier si FtsK va affecter celle-ci. 
 
Pour mieux comprendre le rôle de FtsK dans ces systèmes, une première étape 
serait de vérifier s’il y a une interaction entre FtsK et XerS/XerH.  Pour ce faire, 
plusieurs types d’expériences sont envisageables.  Une première possibilité serait 
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d’effectuer des pulldowns avec des billes magnétiques en utilisant soit les 
protéines entières ou des sous-domaines pour tenter d’identifier les régions 
d’interactions, s’il y en a.  Il serait aussi possible de vérifier la distance entre FtsK 
et les recombinases en utilisant des agents dit crosslinkers.  Ceux-ci vont lier de 
façon covalente les protéines étant suffisamment rapprochées.  Il serait intéressant 
de vérifier s’il est possible de combiner la translocation à cette expérience pour 
tenter de détecter jusqu’à quel niveau FtsK s’approche des Xer liés à l’ADN.  
Parmi d’autres méthodes d’intérêt, il est possible d’envisager le FRET 
(Fluorescence resonance energy transfer).  Dans cette technique, FtsK et XerS ou 
XerH seront fusionnées à des fluorophores différents (le donneur et l’accepteur) et 
le transfert d’énergie (observé comme une différence dans l’émission de la 
fluorescence) sera déterminé.  C’est grâce à celui-ci qu’une interaction pourrait 
être confirmée.  Par contre, comme toute méthode impliquant une fusion, il n’est 
pas impossible que celle-ci inactive la protéine d’intérêt et empêche la réalisation 
de l’expérience.  Une méthode classique, mais ayant ses défauts, pouvant aussi 
être utilisée est celle des deux hybrides chez la levure.  Une possibilité 
supplémentaire serait le SPR (Surface plasmon resonance).  Pour effectuer cette 
technique, une protéine est fixée à une biopuce et est mise en contact avec la 
seconde protéine (qui doit être fusionné à un marqueur 6-Histidine ou être 
biotinylée).  Il est ensuite possible de détecter l’interaction entre les protéines si un 
complexe stable est formé sur la biopuce.  Une autre expérience potentielle serait 
l’utilisation de rideaux d’ADN (DNA curtains) pour observer directement ce qui se 
produit lorsque FtsK (de différentes espèces) rencontre soit XerS ou XerH lors de 
sa translocation.   
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Ces expériences pourraient aussi être élargies pour vérifier s’il y a d’autres 
protéines entrant en contact avec XerS ou XerH.  Celles-ci pourraient être des 
facteurs accessoires potentiels.  Ceux pourraient être impliqués dans des réactions 
au niveau des plasmides (et donc avoir un rôle similaire à ArgR et PepA) ou même 
avoir un rôle au niveau des réactions sur les chromosomes, par exemple en 
facilitant la décaténation catalysée par XerH. 
 
Dans le cas de XerH, les endroits où se produisent les clivages au niveau de difH 
restent encore à déterminer.  Plusieurs méthodes sont envisageables (dont celle 
utilisée pour XerS/difSL), mais le faible clivage au niveau du brin supérieur va 
rendre cette expérience plus ardue. 
 
Puisqu’il a été démontré que les homologues de XerCD de B. subtilis sont associés 
au site dif tout au long du cycle cellulaire, il est possible que ce soit le cas pour 
XerS et XerH.  Cette hypothèse est vérifiable grâce à la microscopie à 
fluorescence.  Il suffit simplement d’exprimer une version de la protéine fusionnée 
à une protéine fluorescente et d’observer la position de la fluorescence tout au 
cours du cycle cellulaire. 
 
À l’aide de la banque de données KEGG, la présence conjointe de XerCD et de 
XerS a été observée chez plusieurs espèces (Kanehisa et Goto, 2000; Kanehisa et 
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al., 2006; Kanehisa et al., 2010).  Parmi celles-ci, se retrouvent plusieurs Bacilli 
(B. anthracis, B. cereus et B. pseudofirmis) ainsi que la plupart des Lactobacilli.  
Un site similaire à dif a été identifié dans plusieurs de ces bactéries (Kono et al., 
2011).  Cependant, aucune étude n’a été tenté pour vérifier si un site de type difSL 
est présent.   Il serait alors intéressant de vérifier lequel de ses deux systèmes est 
utilisé pour la résolution des dimères chromosomiques chez ces espèces.  Diverses 
expériences dans ces bactéries pourraient aussi aider à mieux comprendre 
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